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La rizosfera es un nicho ecológico muy complejo donde habitan multitud de 
microorganismos, entre ellos, las bacterias que promueven el crecimiento vegetal, 
denominadas PGPRs (Plant-growth promoting rhizobacteria). Pseudomonas fluorescens 
F113 coloniza la rizosfera de muchas plantas de interés agrícola y se sabe que contiene 
multitud de caracteres implicados en la promoción del crecimiento vegetal y en el control 
biológico de fitopatógenos. Para que esta bacteria pueda actuar como una verdadera PGPR 
debe persistir durante un tiempo llevando a cabo una colonización competente y eficaz de 
la raíz. Entre otros factores, la movilidad dependiente de flagelos juega un papel destacado 
en el proceso de competencia. La regulación de la movilidad en esta cepa está finamente 
controlada por las condiciones ambientales presentando una compleja red de señalización 
que controla tanto la síntesis como la función flagelar. Además, esta cepa presenta un 
segundo aparato flagelar que incrementa su capacidad de colonización competitiva de la 
rizosfera. Para profundizar en el conocimiento de la regulación de la movilidad de P. 
fluorescens F113 en respuesta a los factores ambientales, se ha abordado el estudio de 
diferentes procesos implicados en la red de señalización como son: la función del regulador 
transcripcional AmrZ, el diguanilato cíclico (c-di-GMP) y su papel en la síntesis del aparato 
flagelar, así como la caracterización funcional de los sistemas de quimiotaxis durante el 
proceso de colonización de la raíz. En este trabajo se ha demostrado que el regulador global 
AmrZ, además de regular directamente la expresión de genes de ambos flagelos, actúa 
también a través del mantenimiento de los niveles de c-di-GMP. Además, se han 
caracterizado dos diguanilato ciclasas (GcbA y AdrA) y dos proteínas HDOD (HdmA y HdmB) 
implicadas en el metabolismo del c-di-GMP que participan en la ruta de biosíntesis del 
aparato flagelar. Por último, se ha demostrado que los tres sistemas quimiotácticos 
completos que presenta P. fluorescens F113 en su genoma, son funcionales, independientes 
y esenciales para una correcta colonización de la planta, siendo la expresión del sistema 
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1. La rizosfera como ecosistema. 
 
Existen numerosos ambientes microbianos, cada uno de ellos con características 
propias y todos fundamentales para el desarrollo y equilibrio de la vida en la Tierra. El suelo 
es uno de los hábitats con más biodiversidad biológica del planeta. Se ha estimado que en 
un gramo de suelo hay más de un billón de células bacterianas pertenecientes a decenas de 
miles de taxones diferentes, más de 200 metros de hifas fúngicas y un amplio rango de 
nematodos y artrópodos (Bardgett & van der Putten, 2014, Muller et al., 2016). La 
complejidad de este ecosistema ha hecho difícil el abordaje de su estudio, aunque en los 
últimos años, las técnicas de metagenómica han permitido aseverar que el suelo es un 
ecosistema en el que los seres vivos más abundantes son los microorganismos (Fierer et al., 
2012, Knief, 2014). Además, la metatranscriptómica está permitiendo comprender la 
relación estructura-función de este ecosistema (Newman et al., 2016). Cabe destacar que 
muchos de los microorganismos que forman parte de este nicho ecológico son desconocidos 
hasta la fecha, ya que no son cultivables. Un claro ejemplo, de este hecho, es un análisis 
llevado a cabo en 596 muestras de suelo recolectadas en Central Park (Nueva York) de las 
que más del 80% de los microorganismos encontrados no tenían representación en las bases 
de datos (Ramirez et al., 2014). También lo es el reciente trabajo de Delgado-Baquerizo y 
colaboradores, en el que examinan los taxones bacterianos dominantes a nivel mundial, 
recolectando muestras de suelo en los seis continentes. Han identificado que solo el 2% de 
los taxones bacterianos abarcan la mitad de las comunidades encontradas, pudiendo 
establecerse como una comunidad dominante y clasificarse dentro de grupos ecológicos, 
generando así un atlas mundial de las bacterias presentes de forma mayoritaria en los suelos 
de todo el mundo (Delgado-Baquerizo et al., 2018).  
 
El papel de estos organismos en el ecosistema es imprescindible para su correcto 
funcionamiento, formando parte de los ciclos naturales del carbono y del nitrógeno. Los 
artrópodos, nematodos, protozoos y hongos saprófitos descomponen la materia orgánica 
transformándola en nutrientes disponibles para el resto de organismos que habitan el suelo 
y para la planta (Geisen et al., 2015). Las plantas, ayudadas por microrganismos mutualistas, 
utilizan los nutrientes minerales para volver a transformarlos en materia orgánica, que 
entrará de nuevo en el ciclo mediante su descomposición. Pero son los microorganismos los 
que desempeñan el paso clave en el ciclo de los nutrientes, ya que, además de ser los más 
1. Introducción General ________________________________________________________  
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abundantes, poseen un metabolismo más versátil. Está demostrado que un proceso esencial 
para el correcto funcionamiento del ecosistema como es el ciclo del nitrógeno es 
exclusivamente llevado a cabo por microorganismos. El nitrógeno es un nutriente 
determinante en la producción agrícola además de que su exceso puede generar problemas 
medioambientales como son el calentamiento global y la eutrofización de las aguas (Elser 
et al., 2007, Schlesinger, 2009). 
 
Dentro del ecosistema del suelo encontramos una zona que está influenciada por 
las raíces de las plantas y que presenta un nicho ecológico adecuado para el desarrollo de 
multitud de microrganismos. Esta porción del suelo fue por primera vez definida por Hiltner 
en 1904 y denominada rizosfera. Es un área que no se puede definir de forma detallada, 
pero si ha podido ser dividida en tres zonas físicas: (i) endorrizosfera, que incluye los tejidos 
radiculares denominados endodermis y región cortical; (ii) rizoplano, zona superficial de la 
raíz y capa mucilaginosa excretada por la misma y (iii) ectorrizosfera, zona que abarca 
aproximadamente 5 mm de espesor de suelo adyacente a la raíz (Morgan et al., 2005)(Fig. 
1.1). 
 
En la rizosfera ocurren diversas reacciones físicas y químicas que afectan tanto a la 
estructura del suelo como a los organismos que la habitan, siendo su principal característica 
la presencia de multitud de productos químicos procedentes de los exudados radiculares 
secretados por las plantas. En estos exudados encontramos más del 40% del carbono 
procedente de la fotosíntesis de las plantas (Bais et al., 2006), que proporcionan nutrientes 
y vitaminas al medio de los que se benefician las comunidades microbianas que allí habitan. 
A este incremento de actividad microbiana en la rizosfera se le denomina efecto rizosférico, 
fenómeno por el cual la densidad de microorganismos en la rizosfera es entre 10 y 100 
órdenes de magnitud mayor a la densidad encontradas en el suelo circundante, no 
influenciado por las raíces de las plantas (Buee et al., 2000, Kyselkova et al., 2009, Bakker et 
al., 2013). 




La cantidad y composición de los exudados radiculares o rizodeposiciones parece 
ser específica de cada familia de plantas, incluso de cada especie, pero en términos 
generales podemos clasificarlos en tres tipos: (i) exudados de bajo peso molecular, (ii) 
exudados de alto peso molecular y (iii) exudados volátiles o VOCs (del inglés volatile organic 
compounds) (Ortiz-Castro et al., 2011). La mayor proporción de los exudados está formada 
por los compuestos de bajo peso molecular que incluyen monosacáridos, aminoácidos, 
ácidos orgánicos, vitaminas y metabolitos secundarios. Los de alto peso molecular 
corresponden a proteínas y al mucílago desprendido por la planta y los VOCs están 
constituidos por alcoholes, aldehídos y otros metabolitos secundarios (Schulz & Dickschat, 
2007, Park et al., 2015). Pero no sólo son las plantas las que contribuyen a la riqueza de 
compuestos químicos encontrados en la rizosfera, si no que los microorganismos que allí se 
establecen también secretan productos derivados de su metabolismo secundario, como son 
reguladores el crecimiento vegetal, toxinas, enzimas y sideróforos, entre otros (van Loon, 




Figura 1.1: Representación esquemática de la rizosfera. Se pueden observar las diferentes partes que 
componen la rizosfera y como los microorganismos la colonizan.  
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2. Los microorganismos en la rizosfera 
 
Las raíces, además de servir como anclaje de la planta al suelo y permitir la captación 
de agua y nutrientes, son capaces de interaccionar con los microorganismos presentes en el 
suelo y generar un nicho ideal para el desarrollo de los mismos a través de sus exudados. En 
estos exudados están presentes compuestos que mimetizan las señales quorum sensing 
(QS) de bacterias, principal mecanismo mediante el que se comunican y se autorregulan las 
poblaciones bacterianas, adaptando su metabolismo a las condiciones cambiantes del 
ambiente (Whitehead et al., 2001). Al conjunto de microorganismos que habitan la rizosfera 
se le denomina microbioma rizosférico y está formado por una enorme diversidad de 
comunidades de microorganismos, comensales, mutualistas y patógenos, que interactúan 
entre ellos y con la planta de manera positiva o negativa (Mendes et al., 2011, Berendsen et 
al., 2012). Además, estas interacciones pueden verse afectadas por factores ambientales y 
antropogénicos, como son la temperatura del suelo ligada al clima (van der Voort et al., 
2016) o el uso del suelo (Perez-Jaramillo et al., 2016, Zhang et al., 2018), creándose una 
compleja y multifactorial red de interacciones en este microambiente. 
 
Para poder comprender estas interacciones se utilizan métodos reduccionistas que 
analizan los efectos de un solo grupo de microorganismos en una función específica, ya que 
es difícil realizar ensayos a gran escala que reporten información acerca de interacciones 
multifactoriales. Sin embargo, en la actualidad algunos grupos están empezando a 
desarrollar este tipo de aproximaciones multifactoriales mediante técnicas de 
metagenómica y biología computacional dándonos la posibilidad de conocer más sobre las 
interacciones que ocurren entre los microorganismos que habitan la rizosfera y las funciones 
que realizan (Delgado-Baquerizo et al., 2017, Succurro et al., 2017). 
 
Dentro de los microorganismos que encontramos en la rizosfera, son las bacterias y 
los hongos los más abundantes, pudiendo ser clasificados en beneficiosos o patogénicos. A 
su vez pueden ser microorganismos de vida libre o simbiontes, formando, los segundos, 
verdaderos órganos en asociación con la raíz de la planta, como es el caso de las bacterias 
pertenecientes al grupo de rhizobiales. En cuanto a las micorrizas representan un 
componente vital en los ecosistemas, y se encuentran en más del 80% de las plantas 
terrestres, denominándose micorrizosfera a la zona del suelo influenciada por la raíz y los 
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hongos micorrícicos (Finlay, 2008). Uno de sus principales efectos es el aumento de la 
superficie en contacto con el suelo, lo que favorece finalmente una mejora en la captación 
de nutrientes(Thompson & Cunningham, 2002). Pertenezcan a una u otra categoría, todos 
ellos tienen la capacidad de influir sobre el desarrollo de las plantas y por ende sobre el 
rendimiento de los cultivos (Dutta & Podile, 2010). 
 
El tipo de suelo es un factor importante en determinar la composición de las 
comunidades rizosféricas, siendo el pH el factor que más influencia tiene, seguido de la 
disponibilidad de nitrógeno, contenido en carbono y temperatura (Lauber et al., 2009, 
Oliverio et al., 2017). No obstante, en un mismo suelo diferentes especies de plantas pueden 
seleccionar su microbioma. Esta selección es llevada a cabo por las diferentes 
composiciones de los exudados radiculares (Haichar et al., 2008). También se han 
encontrado especies bacterianas similares en suelos muy diferentes, siendo estas 
seleccionadas por plantas genotípicamente parecidas (Bulgarelli et al., 2012, Lundberg et 
al., 2012, Peiffer et al., 2013), lo que sugiere la existencia de relaciones coevolutivas entre 
microrganismos rizosféricos y plantas (Pieterse et al., 2014). Un claro ejemplo de 
coevolución entre plantas y microorganismos es la existencia de los suelos supresivos de 
enfermedades, presentes en muchas partes del planeta y algunos de ellos desarrollándose 
tras un prolongado uso del suelo en agricultura (Philippot et al., 2013). En estos suelos los 
patógenos no alcanzan las condiciones ideales para establecerse y persistir o si las alcanzan 
no provocan daños importantes (Weller et al., 2002). Este fenómeno natural puede estar 
debido a diferentes características del suelo, entre ellas la presencia de multitud de 
microorganismos beneficiosos como Trichoderma, Fusarium, Streptomyces, Bacillus y 
Actinomyces spp, siendo las Pseudomonas la especie más estudiada en este tipo de suelos 
(Mendes et al., 2011) y ha sido demostrado que un aumento en la biodiversidad microbiana 
de la rizosfera reduce la capacidad de los patógenos para colonizar el suelo (van Elsas et al., 
2012). Se barajan diferentes posibles mecanismos causantes de la supresión de la 
enfermedad en este tipo de suelos, entre los que se encuentran la competición por el 
espacio y nutrientes y mecanismos de antagonismo mediante la producción de metabolitos 
secundarios como quelantes de hierro (sideróforos), antibióticos, enzimas líticas y elicitores 
de la respuesta sistémica inducida en la planta (Loper et al., 2012, Philippot et al., 2013). 
Pero no son sólo las plantas capaces de modular los microorganismos que habitan su 
rizosfera a través de los exudados radiculares, los microorganismos también secretan 
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exudados que alteran el metabolismo de la planta y del resto de organismos presentes en 
el nicho rizosférico. Estos compuestos pueden ser nutrientes u hormonas, que permiten a 
la planta crecer e incluso inducir respuestas de defensa a nivel sistémico. También los 
microorganismos secretan moléculas señal de QS que reciben otras rizobacterias de la 
microcolonia y antibióticos y antifúngicos que les permiten competir frente a otros 
organismos por el nicho ecológico.  
 
La mayoría de los estudios sobre la interacción entre plantas y microrganismos ha 
tenido como objetivo mitigar los efectos de los organismos patógenos sobre los cultivos o 
atenuar condiciones de estrés abiótico (Bianco & Defez, 2009, Meena et al., 2017). Sin 
embargo, otros estudios se han centrado en caracterizar las interacciones ecológicas 
positivas que promueven el crecimiento de las plantas y limitan las enfermedades en los 
cultivos. La primera evidencia de la existencia de microorganismos del suelo que favorecían 
de alguna forma el desarrollo de las plantas data de 1938, cuando se observó que el 
porcentaje de semillas de césped germinadas en suelo no estéril era mayor que el de suelo 
estéril (Van Luijk, 1938). Tanto las micorrizas como las bacterias presentes en nódulos 
simbiontes de leguminosas fueron descritas en la segunda mitad del siglo XIX (Morton, 
1981). Ya en los años 50 fueron utilizados dos microorganismos beneficiosos, Azotobacter 
chroococcum y Bacillus megaterium, para promover el crecimiento de las plantas y mejorar 
los cultivos (Brown, 1974) y fue durante los años 80 cuando se identificaron varias cepas 
bacterianas de pseudomonas que promueven el crecimiento vegetal (Teintze et al., 1981). 
Desde entonces y hasta la fecha, muchas investigaciones han priorizado en la identificación 
del microbioma promotor del crecimiento vegetal mediante la secuenciación del 
metagenomas aislados de distintas rizosferas para llegar a conocer los mecanismos a través 
de los cuales ocurren estas interacciones beneficiosas. Este conocimiento permitirá el 
diseño de comunidades microbianas con funciones específicas (Busby et al., 2017). 
Para que un microorganismo sea considerado beneficioso debe promover de alguna 
manera el crecimiento de la planta y su salud. Estos microorganismos pueden clasificarse en 
tres grupos según la forma en la que realizan la actividad beneficiosa: (i) los que aumentan 
la disponibilidad de nutrientes para la planta (van der Heijden et al., 2008), (ii) los que 
promueven directamente el crecimiento vegetal mediante señalización química con la 
planta (Verbon & Liberman, 2016), y (iii) los antagonistas de fitopatógenos (Mendes et al., 
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2013). Algunos de estos microorganismos pueden pertenecer a más de una categoría, pero 
lo que es fundamental para todos ellos es que deben ser colonizadores competentes de la 
raíz y ser capaces de establecerse en ella durante un tiempo, compitiendo con el resto de 
organismos que allí habitan (Babalola, 2010).  
 
2.1 PGPRs  
 
Las rizobacterias promotoras del crecimiento vegetal o PGPRs (acrónimo del inglés 
Plant growt–promoting rhizobacteria), son bacterias de vida libre que colonizan la rizosfera 
(Kloepper y Schroth, 1978) y que son capaces de mejorar el estado de las plantas y aumentar 
la productividad en los cultivos (Kloepper y col., 1989). Dentro de las PGPR podemos 
encontrar diferentes géneros bacterianos siendo Pseudomonas y Bacillus los géneros 
mayoritarios (Podile y Kishore, 2006). 
 
Este tipo de microorganismos puede realizar su función de promoción del 
crecimiento de la planta y biocontrol de forma directa o indirecta al colonizar las raíces. Son 
considerados mecanismos directos aquellos que promueven el crecimiento de las plantas 
directamente, como por ejemplo la producción de fitohormonas (auxinas, citoquininas y 
giberelinas) o el enzima 1-aminociclopropano-1-carboxilato deaminasa (ACC deaminasa), la 
fijación del nitrógeno atmosférico, la síntesis de quelantes de hierro llamados sideróforos o 
la solubilización de minerales inorgánicos como el fósforo, potasio y zinc, haciéndolos 
disponibles para la planta. Los mecanismos indirectos son aquellos que producen la 
inhibición del crecimiento de fitopatógenos mediante diversos procesos como son la 
producción de antibióticos o antifúngicos, la eliminación del hierro de la rizosfera (a través 
de la síntesis de sideróforos), la producción de enzimas líticas que atacan a las paredes de 
los hongos, la competición por nicho y la inducción de respuestas de defensa sistémica en 
la planta (Vejan et al., 2016). Además, las PGPRs pueden proteger a las plantas del estrés 
ambiental (Kang et al., 2013). Más de uno de estos mecanismos pueden estar presente en 
las PGPRs, siendo modulados también por las condiciones ambientales (Mauchline & 
Malone, 2017).  
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Durante los últimos 40 años se han desarrollado multitud de estudios gracias a los 
cuales se ha incrementado el conocimiento sobre los mecanismos mediante los que las 
PGPRs facilitan el crecimiento de las plantas permitiendo su aplicación para una agricultura 
sostenible. De hecho, la aplicación de PGPRs como inoculantes está dando buenos 
resultados en países subtropicales, donde los fertilizantes químicos son recursos limitados 
(Ceballos et al., 2013). El uso de PGPRs que realizan control biológico, no solo mediante la 
producción de compuestos químicos antagonistas de los patógenos, sino también, mediante 
la inducción de respuesta sistémica de defensa en la planta, también está teniendo mucha 
aceptación (Pieterse et al., 2014). Los microorganismos más estudiados desde el punto de 
vista del biocontrol de patógenos se encuentran dentro de los géneros Pseudomonas, 
Bacillus y Trichoderma (Kupferschmied et al., 2013, Mauchline & Malone, 2017). 
 
Debido a la gran demanda de producción agrícola se están llevando a cabo prácticas 
abusivas en el uso de fertilizantes y pesticidas químicos, resultando en una degradación del 
suelo y en una pérdida de biodiversidad (Jacobsen & Hjelmso, 2014). Es por esta razón que 
debería ocurrir un cambio de pensamiento global que lleve a políticas más ecológicas que 
refuercen la investigación y el uso de inoculantes naturales. Para ello se requiere tener un 
conocimiento más preciso de todas las interacciones que ocurren en la rizosfera, ya que es 
importante tener en cuenta que la introducción de microorganismos exógenos al 
ecosistema requiere tener un profundo conocimiento sobre las consecuencias que esto 
pueda acarrear a las poblaciones endémicas. Actualmente, la mayor limitación de los 
inoculantes bacterianos es la supervivencia de estos microorganismos una vez introducidos 
en el suelo, ya que deben competir con el resto de organismos allí presentes por los 
nutrientes. A pesar de ello, en la actualidad se están desarrollando nuevas formulaciones 
que prometen un mayor éxito (Goljanian-Tabrizi et al., 2016, Moreira Fda et al., 2016, De 
Gregorio et al., 2017, Lally et al., 2017, Santiago et al., 2017).  
 
 
2.2 Colonización de la rizosfera por las PGPRs 
 
Para que las PGPRs puedan ejercer su acción es imprescindible que ocurra una 
eficiente colonización del sistema radicular de la planta hospedadora (Lugtenberg & 
Kamilova, 2009). De hecho, se ha comprobado que la colonización de la raíz es necesaria 
  1. Introducción General 
15 
 
para que se puedan llevar a cabo determinados mecanismos de biocontrol, como los que 
están mediados por antibiosis o competición por nutrientes y nichos (Pliego et al., 2007). 
Para que se establezca una asociación mutualista exitosa es necesario que ambos 
organismos respondan a señales recíprocas y acuerden sus respuestas como prioritarias en 
el desarrollo de un estilo de vida que les genere beneficios mutuos. Por ejemplo, ha sido 
muy estudiado en el caso de las interacciones de micorrizas y de rizobios simbiontes con las 
plantas, en las que durante las primeras fases de la colonización la planta secreta 
estrigogalactonas (hormonas que inhiben ramificación) y flavonoides que generan la 
activación de genes involucrados en la señalización de las rutas de la simbiosis por parte de 
estos microorganismos (Oldroyd, 2013). Sin embargo, está menos estudiado como las 
PGPRs de vida libre establecen una prolongada interacción mutualista con las raíces, aunque 
en los últimos años se están produciendo avances en el descubrimiento del diálogo 
molecular entre estas. Por ejemplo, muchas PGPRs de vida libre responden activamente a 
los exudados radiculares ajustando su programa transcripcional hacia mecanismos 
involucrados en quimiotaxis, colonización de la raíz y cambios metabólicos tales como la 
adaptación a la presencia de exudados tóxicos mediante la inducción de bombas de 
extrusión o la adecuación a la utilización de los exudados como fuente de carbono y 
nitrógeno (Matilla et al., 2007, Fan et al., 2012, Neal & Ton, 2013). Se sabe que cepas de 
Pseudomonas, Bacillus y Trichoderma inician un programa de desarrollo de las raíces 
dependiente de auxinas, resultando en un aumento de la formación de las raíces laterales, 
incrementando la longitud de los pelos radiculares y aumentando la producción de biomasa 
de la planta, disponiendo así de mayor superficie que colonizar en la raíz (Ortiz-Castro et al., 
2011, Zamioudis et al., 2013, Contreras-Cornejo et al., 2016). 
Una vez que se establecen en la epidermis de la raíz, las PGPRs epifitas normalmente 
forman biopelículas, comunidad multicelular embebida en una matriz extracelular de 
polímeros que secretan ellas mismas. Esta matriz está formada principalmente por 
exopolisacáridos (EPS). En el caso de Bacillus. subtilis, la formación de biopelículas es 
esencial para la colonización de las raíces, jugando un papel fundamental la planta en esta 
interacción, ya que los EPS de la pared de las células radiculares funcionan como molécula 
señal para la expresión de genes bacterianos involucrados en la producción de la matriz 
extracelular (Beauregard et al., 2013). Conceptualmente, esta matriz de EPS podría 
considerarse como la interfase para el intercambio de solutos y sustancias químicas entre 
planta y microorganismos. Pero en el caso de algunas pseudomonas, como se explicará más 
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adelante, la formación de biopelículas no es esencial, colonizando la raíz en forma de 
microcolonias, que ocupan las junturas entre células epidérmicas y están rodeadas de un 
mucílago de origen vegetal (Barahona et al., 2010). Por tanto, diferentes cepas bacterianas 
tienen distintos modos de disposición en las raíces, que puede incluso variar en función del 
tipo de planta que se esté colonizando (Poonguzhali et al., 2008). No obstante, lo que sí 
parece una característica común a todas las PGPRs es la falta de homogeneidad a la hora de 
establecerse en la rizosfera. Se ha observado que tienden a colonizar las zonas de la raíz 
donde se acumulan las rizodeposiciones. (Rudrappa et al., 2008). Por otra parte, las PGPRs 
endófitas suelen entrar al interior de la raíz a través de heridas producidas por la emergencia 
de las raíces laterales o a través de los pelos radiculares y la zona apical. Esta entrada es 
posible gracias a enzimas que degradan la pared celular, como celulasas y pectinasas 
(Reinhold-Hurek & Hurek, 2011). 
 
Queda por tanto establecido que las etapas en el proceso de colonización por parte 
de las PGPRs siguen un orden definido; reconocimiento, adherencia, invasión en el caso de 
las endofíticas, crecimiento y el establecimiento de diferentes estrategias que les permita 
perdurar en el tiempo en la interacción mutualista. Aunque la colonización de la rizosfera es 
en sí un mecanismo muy complejo debido a las múltiples interacciones que ocurren entre 
los organismos que en ella se establecen y a las características específicas del suelo, se están 
llevando a cabo numerosos estudios acerca de este proceso esencial para poder utilizar las 
PGPRs como inoculantes tanto en técnicas agrícolas como de medioambiente y son las 
pseudomonas, por su gran versatilidad metabólica, los organismos modelo en el estudio de 
estos procesos (Lugtenberg et al., 2001). 
 
 
2.3 Las Pseudomonas fluorescentes como PGPRs 
 
Muchas de las especies que incluye el grupo de las pseudomonas fluorescentes han 
sido descritas como excelentes fitoestimuladores al contar en su genoma con algunas de las 
siguientes cualidades: (i) la producción de metabolitos secundarios con actividad antibiótica 
y antifúngica como el 2,4-diacetilfloroglucinol (DAPG) o una amplia variedad de sideróforos, 
como la pioverdina, (ii) ser capaces de utilizar el nitrato como aceptor de electrones 
alternativo y por tanto realizar el proceso de desnitrificación (iii) la producción de toxinas 
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capaces de eliminar insectos patogénicos de plantas (iv) la interacción con la planta a través 
de la producción de fitohormonas, principalmente auxinas, que promueven el crecimiento 
de las raíces que incrementa tanto la captación de minerales por parte de la planta como la 
cantidad de exudados, haciendo beneficiosa la interacción (Garrido-Sanz et al., 2016). De 
hecho, algunas de las más importantes enfermedades causadas por bacterias y hongos 
fitopatógenos son suprimidas de forma efectiva por miembros del grupo de las 
pseudomonas fluorescentes (Mauchline & Malone, 2017). Entre estas enfermedades se 
incluyen la llamada ``fuego bacteriano´´, del inglés fire blight, enfermedad causada por la 
bacteria fitopatógena Erwinia amylovora y que afecta sobre todo a frutales (Stockwell et al., 
2010), la conocida como ``roña o sarna común de la patata´´ (potato sacab) producida por 
Streptomyces scabies (Arseneault et al., 2013) y la causada por el hongo Gaeumannomyces 
graminis var. tritici, que afecta a muchas variedades de trigo y cebada (Yang et al., 2011). 
Además, ha sido descrito en varias especies de este grupo la capacidad de biodegradar 
compuestos recalcitrantes, combatiendo la contaminación de metales pesados y pesticidas 




3. El género Pseudomonas y Pseudomonas fluorescens F113 
 
La familia Pseudomonadaceae, perteneciente a la clase de las γ−proteobacterias, fue 
descrita a principios del siglo XX, englobando al establecido como género Pseudomonas en 
la actualidad y a un gran número de géneros dispares entre sí que con el tiempo se han ido 
reclasificando. El género Pseudomonas es uno de los más complejos y diversos, con más de 
100 especies descritas hasta la fecha (Parte, 2014). Sus miembros se caracterizan 
fundamentalmente por ser microorganismos saprófitos de vida libre, aunque también los 
encontramos asociados a plantas y animales como agentes patogénicos, (Valentini et al., 
2017, Wei & Collmer, 2017) y por ser gram negativos, con forma de bacilos rectos o 
ligeramente curvados que tienen un tamaño cuyo diámetro oscila entre 0.5-1 µm y una 
longitud muy variable, desde 1 µm hasta 5 µm. 
 
Dentro de esta familia se incluye el grupo de las pseudomonas fluorescentes, que 
deben su nombre a la producción de pigmentos verdes amarillentos que fluorescen cuando 
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son excitados a bajas longitudes de onda. Algunas de las especies representativas de este 
grupo son: Pseudomonas aeruginosa, Pseudomonas putida, Pseudomonas syringae y 
Pseudomonas fluorescens, aunque más de 50 especies han sido validadas como 
pertenecientes al grupo (Gomila et al., 2015). Su genoma es muy complejo, codificando más 
de 6000 genes, con mucha diversidad intraespecífica y con muchos genes codificantes para 
sistemas de transducción y metabolismo secundario (Loper et al., 2012, Garrido-Sanz et al., 
2016).Todos sus miembros son móviles al presentar uno o más flagelos polares, 
quimioorganotrofos y aeróbicos, aunque en ciertos casos pueden usar el nitrato y otros 
óxidos de nitrógeno como aceptores de electrones alternativos, permitiéndoles tener 
actividad metabólica en condiciones de anaerobiosis o microaerobiósis (Vander Wauven et 
al., 1984, Redondo-Nieto et al., 2013). Además, son microorganismos no esporulantes, no 
presentan vainas ni apéndices a excepción de los flagelos y fimbrias de diversos tipos, tienen 
actividad catalasa positiva y un contenido en pares de bases GC del 58/69% (Palleroni, 2008). 
Una de sus principales características es su gran versatilidad metabólica, ya que son capaces 
de utilizar diversos compuestos orgánicos como fuente de carbono y energía, por lo que 
pueden establecerse en diversos ambientes, siendo algunos patógenos oportunistas de 
humanos como P. aeruginosa o de plantas como P. syringae, mientras que otros son 
considerados PGPRs al ejercer efectos beneficiosos en las plantas. Algunas de las 
pseudomonas fluorescentes descritas como PGPRs son Pseudomonas brassicacearum, 
Pseudomonas protegens, Pseudomonas chlororaphis y P. fluorescens. Se han identificado 
diversos mecanismos de acción mediante los cuales desempeñan su función como PGPRs, 
una competente colonización de la rizosfera, la producción de antibióticos o fitohormonas 
e incluso por la inducción de la respuesta sistémica de las plantas, características que hacen 
que sean cepas modelo para ser utilizadas en procesos de biocontrol y biofertilización 
(Capdevila et al., 2004, Haas & Defago, 2005, Bakker et al., 2007, Weller, 2007, Raaijmakers 
et al., 2010). 
 
Pseudomonas fluorescens F113 pertenece al grupo de las pseudomonas 
fluorescentes y al subgrupo corrugata (Garrido-Sanz et al., 2016), situándose 
filogenéticamente muy cerca de Pseudomonas kilonensis (Almario et al., 2017). Fue aislada 
de la rizosfera de remolacha (Beta vulgaris) en Irlanda y produce metabolitos con actividad 
antibiótica y antifúngica como son el ácido cianhídrico (HCN), o el DAPG (Shanahan et al., 
1992). En concreto, se ha demostrado una gran eficacia del DAPG frente a enfermedades 
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producidas por hongos fitopatógenos, como son las enfermedades black root-rot en tabaco 
(Keel et al, 1992) y damping-off en la remolacha (Fenton et al., 1992). Ha sido también 
descrita por parte de P. fluorescens F113 la síntesis de estructuras y compuestos implicados 
en su función como PGPR, como son: (i) sistemas de secreción, (ii) pioverdina, sideróforo 
para la captación de hierro del medio; y (iii) ACC deaminasa, enzima que degrada el 
precursor del etileno ACC, (Moenne-Loccoz et al., 2001, Couillerot et al., 2009). Además, es 
una colonizadora competente de varias plantas de interés agrícola, como son el guisante 
(Pisum sativum) (Naseby & Lynch, 1999), el tomate (Lycopersicon esculetum) (Simons et al., 
1996), la alfalfa (Medicago sativa) (Villacieros et al 2003) y la fresa (Barahona et al., 2011). 
De hecho, se han realizado liberaciones voluntarias de esta cepa al medio natural(Möenne-
Loccoz et al., 2001). Además, se han realizado cepas modificadas genéticamente derivadas 
de P. fluorescens F113 que contienen los genes bph integrados en el cromosoma, 
permitiéndole metabolizar algunos bifenilos policlorados (PCBs) (Karlson et al., 1998, Brazil 
et al., 1995, Villacieros et al., 2005)Karlson et al 1998) y se han analizado los posibles 
impactos ambientales que pudiera ocasionar en las comunidades microbianas autóctonas 
del suelo y la rizosfera en sistemas integrados planta/microorganismo (de Cárcer et al., 
2007a, de Cárcer et al., 2007b). 
 
Otra adaptación metabólica de P. fluorescens F113 es la degradación de compuestos 
aromáticos como los diterpenos, resinas ácidas segregadas por las plantas, ya que en su genoma 
están presentes los genes dit. Se ha comprobado que son funcionales, permitiéndole crecer con 
diterpenos como única fuente de carbono y energía (Redondo-Nieto et al., 2013). Este gen ha 
sido identificado en varias pseudomonas y otras proteobacterias como Burkholderia y 
Cupriavidus (Witzig et al., 2007). La secuencia del genoma de P. fluorecens F113 (Redondo-
Nieto et al., 2013) ha mostrado que esta bacteria es más similar a P. brassicacearum 
NFM421 que a otras estirpes pertenecientes al grupo de las pseudomonas fluorescentes 
previamente secuenciadas como son P. fluroescens Pf0-1, P. fluroescens Pf5 o P. fluroescens 
SBW25. 
 
Otros factores importantes para una eficaz colonización de la rizosfera presentes en 
P. fluorescens F113 se irán describiendo en los siguientes apartados. 
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4. Factores implicados en la colonización de la rizosfera 
 
Para que un organismo sea utilizado como PGPR debe cumplir ciertos requisitos, 
entre los que destaca realizar una competente colonización de la rizosfera (Lugtenberg & 
Kamilova, 2009). Las pseudomonas fluorescentes son capaces de colonizar toda la superficie 
de las plantas (Espinosa-Urgel, 2004) y en concreto las cepas pertenecientes a la especie P. 
fluorescens están adaptadas a sobrevivir en el suelo y a colonizar su rizosfera (Kiely et al., 
2006, Garrido-Sanz et al., 2017). 
La colonización de la rizosfera por parte de las pseudomonas lleva años 
estudiándose. Es un complejo proceso altamente controlado que comienza con procesos de 
movilidad quimiotáctica hacia los exudados radiculares seguido de asociación a superficies 
y migración por el rizoplano, etapas mediadas por la movilidad dependiente de flagelos y de 
pili tipo IV, así como por la producción de biosurfactantes (Lugtenberg et al., 2001). Las 
últimas etapas de la colonización de la raíz implican la formación de microcolonias en la 
superficie de la misma con la posibilidad de un posterior desarrollo de biopelículas maduras, 
donde se establecen como comunidad asociada a la raíz (Chin-A-Woeng et al., 1997, 
Barahona et al., 2010, Alsohim et al., 2014).Durante este proceso las bacterias sintetizan 
una matriz extracelular que está formada por diferentes tipos de adhesinas y 
exopolisacáridos, aunque la matriz también contiene componentes vegetales (Gal et al., 
2003, Hinsa et al., 2003, de Weert et al., 2006). Se han desarrollado trabajos muy 
exhaustivos en los que describen el proceso de colonización de la rizosfera por cepas de 
pseudomonas. Por ejemplo, la cepa con capacidad de biocontrol P. fluorescens WCS365 se 
caracteriza por formar microcolonias, principalmente en la base de la raíz de tomate en las 
primeras horas de colonización. La mayor parte de estos agregados se concentran entre las 
células epidérmicas radiculares, y en menor número en la superficie de éstas, envueltas en 
mucílago secretado por la planta (Chin-A-Woeng y col., 1997). Este patrón de colonización 
espacio temporal, con ápices radiculares desprovistos de bacterias se ha observado también 
en otras especies de P. fluorescens, incluyendo a P. fluorescens F113 (Barahona et al., 2010), 
como se observa en la figura 1.2. Por el contrario, otras cepas de pseudomonas, pueden 
utilizar estrategias diferentes en la colonización de la rizosfera (Pliego et al., 2008) 





Pero el proceso de colonización en sí no es suficiente para poder utilizar a un 
microorganismo como PGPR, es necesario que la interacción mutualista establecida perdure 
en el tiempo. Las rizobacterias han desarrollado por tanto estrategias de supervivencia en 
la interacción planta-microorganismo debido a que, en la rizosfera, los microorganismos 
están sometidos a un continuo ataque por parte de otros miembros de este ecosistema, 
como por ejemplo la depredación por parte de nematodos e insectos o la competición por 
nicho con otros microorganismos. Para evitar ser predadas muchas pseudomonas producen 
toxinas con actividad insecticida, como son Mcf, IPD072Aa o la toxina Fit (Pechy-Tarr et al., 
2008). También secretan bacteriocinas y otros productos naturales para competir con otras 
bacterias, oomicetos y hongos, como por ejemplo los numerosos metabolitos sintetizados 
por P. brasicacerarum que afectan al hongo Microdochium nivale y por ende controla la 
enfermad que éste produce en trigo (pink snow mould) (Andersson et al, 2012). Además de 
la secreción de estas moléculas para competir con otros organismos presentes en la 
rizosfera, algunas pseudomonas fluorescentes también tienen la habilidad de producir 
lactonasas capaces de suprimir las señales de QS de otros microorganismos (Jafra et al., 
2006) y gran variedad de productos naturales con diversas funciones, como es la antibiótica, 
que matan o suprimen a otros organismos, tanto fitopatógenos como competidores por el 
nicho (Haas & Defago, 2005, Loper et al., 2012). Dentro de estos productos naturales 
podemos incluir a los sideróforos, compuestos quelantes de metales que también inhiben a 
patógenos al hacerlos no disponibles para ellos (Kloeper et al., 1989). Estos sideróforos son 
Figura 1.2: Colonización de la rizosfera por P. fluorescens F113. Imágenes obtenidas mediante 
microscopía electrónica de barrido. Se pueden observar las células aisladas o formando 
microcolonias en la superficie de la raíz de alfalfa (Medicago sativa). A y B muestran diferentes 
aumentos. Imagen obtenida de (Barahona et al., 2010). 
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producidos por prácticamente todas las pseudomonas fluorescentes y, de hecho, les deben 
su nombre, ya que suelen ser moléculas que generan fluorescencia cuando son excitados a 
bajas longitudes de onda. También se ha observado que muchas cepas pertenecientes a 
este grupo codifican compuestos y enzimas que promueven el crecimiento de las raíces tales 
como, auxinas, compuestos volátiles como la 3 hidroxibutanona o el 2,3 butanodiol junto 
con enzimas como la ACC daminasa que protege a la planta del estrés ambiental reduciendo 
la producción de etileno (Ryu & Patten, 2008, Loper et al., 2012, Garrido-Sanz et al., 2017).El 
hecho de inducir el crecimiento radicular permite a las bacterias aumentar su nicho 
ecológico.   
 
Todas estas moléculas son secretadas por los sistemas de secreción bacterianos. 
Existen diferentes tipos de estos complejos sistemas proteicos, agrupados en seis familias 
conocidas como factores de secreción tipo I-VI. Hasta la fecha se ha demostrado que 
solamente los factores de secreción tipo III, IV y VI son capaces de secretar moléculas en el 
citoplasma de otras células, mientras que los de tipo I, II y V secretan moléculas en el interior 
del periplasma o al espacio extracelular, pero no alcanzan el interior celular (Walker et al., 
2017). En el caso de las pseudomonas fluorescentes se han descrito factores de secreción 
tipo III, tipo IV y tipo VI encargados de inyectar toxinas, otras proteínas efectoras e inclusos 
ácidos nucleicos tanto en células eucariotas como procariotas y que contribuyen a fenotipos 
virulentos (Mazurier et al., 2015, Gallique et al., 2017). Por otro lado, el factor de secreción 
tipo II incluye diversos tipos de proteínas exportadoras, facilitando la secreción de 
bacteriocinas, adhesinas y otras enzimas extracelulares (Hinsa et al., 2003). 
 
En el genoma de P. fluorescens F113 se han identificado los genes codificantes para 
todos los factores de secreción, teniendo además varias versiones o copias de cada uno de 
ellos. Concretamente presenta los genes que codifican para seis tipos de factores de 
secreción tipo I, dos para el sistema de secreción tipo II: Xcp y Hxc, otros dos para el sistema 
de secreción tipo III: SPH-1 y Hrp-1, un único sistema de secreción tipo IV, dos versiones de 
los sistemas de secreción tipo V, a y b, y tres sistemas se secreción tipo VI, I, II y IVA 
(Redondo-Nieto et al., 2013). Esta amplia gama de factores de secreción sugiere la ganancia 
de ventajas adaptativas y competencia por parte de esta cepa en el proceso de colonización 
de la rizosfera. P. fluorescens F113 es una cepa modelo en estudios de biocontrol por su 
gran capacidad de inhibición del crecimiento de gran variedad de bacterias, hongos, 
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oomicetos y nematodos, incluyendo a Pectobacterium caratovorum, Fusarium oxysporum, 
Pythium ultimum y Globodera spp. (Fenton et al., 1992, Cronin et al., 1997a, Barahona et 
al., 2011).  
 
Gracias a la secuenciación de su genoma hemos conocido que codifica para otros 
muchos factores importantes en una eficiente colonización de la rizosfera y para perdurar 
en ella en interacción con las plantas (Redondo-Nieto et al., 2013). Una de estas 
características es la capacidad de utilizar los óxidos de nitrógeno como aceptores de 
electrones alternativo al oxígeno, permitiéndole crecer en condiciones de anaerobiosis o 
microanaerobiosis. Ha sido demostrado que este proceso, denominado desnitrificación, 
juega un importante papel en la colonización competente de la rizosfera (Jones et al., 2011). 
Concretamente, P. fluorescens F113 posee en su genoma los genes codificantes para 
aproximadamente 50 proteínas relacionadas con este proceso. Están organizadas en cuatro 
clústeres y presentan alta homología con genes codificantes en otras pseudomonas (Redondo-
Nieto et al., 2013), aunque muestran una inusual organización con un juego de genes nar y 
nir, que codifican para nitrato y nitrito reductasas, respectivamente, así como dos series de 
genes nor y nos, que codifican para óxido nítrico y óxido nitroso reductasas, 
respectivamente (Fig. 1.3). 
Figura 1.3: Organización genética de los genes de desnitrificación en P. fluorescens F113. Se localizan 
en cuatro clústeres diferentes. Un primer clúster contiene los genes nar que codifican para el enzima 
nitrato reductasa, mientras que el segundo clúster incluye los genes nir y nor, codificantes para los 
enzimas nitrito reductasa y óxido nítrico reductasa, respectivamente. Un tercer clúster presenta los 
genes nos que codifican para el enzima óxido nitroso reductasa más un último cluster que contiene 
versiones de los genes nos y nor. Tanto el regulador de respuesta NarL-NarX como el regulador 
transcripcional DnrS están codificados aguas arriba de los genes nar. Imagen modificada de (Redondo-
Nieto et al., 2013).  




Ha sido demostrado que P. fluorescens F113 realiza el proceso de desnitrificación de 
manera completa, siendo capaz de crecer en condiciones de anaerobiosis utilizando tanto 
nitrato como nitrito como aceptores de electrones alternativos y efectuando una total 
eliminación del nitrito en el medio (Redondo-Nieto et al., 2013). Así como que es capaz de 
realizar movilidad dependiente de flagelos en condiciones de anaerobiosis utilizando nitrato 
como aceptor de electrones alternativo (Muriel et al., 2015). La presencia de dos copias de 
los genes nos y nor podrían estar relacionados con altas tasas de desnitrificación, como ha 
sido observado en cepas de Bacillus (Jones et al., 2011). 
Por otro lado, en lo que se refiere a factores asociados a la virulencia y cualidades 
relacionadas con la competencia por el nicho, ya hemos visto que las pseudomonas 
fluorescentes producen numerosos metabolitos secundarios con propiedades 
antimicrobianas para competir y sobrevivir en la rizosfera. P. fluorescens F113 codifica en su 
genoma para dos sideróforos diferentes, la pioverdina y el ácido 2,6-piridincarbético (PDTC) 
(Lewis et al., 2004, Croning et al., 1997b) y produce compuestos antimicrobianos de amplio 
espectro como son el DAPG y el HCN (Fenton et al., 1992, Aarons et al., 2000). Además, han 
sido identificados en el genoma de P. fluorescens F113 genes que codifican toxinas y factores 
de virulencia, como varias hemolisinas, hemaglutininas, adhesinas y dos toxinas del tipo RTX 
(Redondo-Nieto et al., 2013), así como otras dos toxinas específicas de insectos cuya función 
ya ha sido demostrada en cepas de pseudomonas y en la entereobacteria patógena de 
animales Yersinia enterocolitica (Tennant et al., 2005). También se ha determinado la 
presencia de un clúster que codifica para proteínas involucradas en la síntesis de un 
antibiótico, similar a la lankacidina. Este clúster no está presente en más pseudomonas, 
teniendo homología con un macrólido de Streptomices rochei (Suwa et al., 2000). 
 
 
4.1 Movilidad y Quimiotaxis 
 
Numerosos estudios han confirmado que la movilidad es un factor esencial para la 
colonización de la rizosfera, tanto para microorganismos patógenos como beneficiosos 
(Dutta & Podile, 2010), ya que es necesario que el microorganismo de vida libre se dirija 
hacia la raíz. Para colonizar una superficie o nuevos ambientes, las bacterias utilizan 
diferentes apéndices celulares, como los flagelos, y pueden desempeñar distintos tipos de 
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movilidad denominadas: (i) swimming (ii) swarming, (iii) twitching y (iv) gliding. De estos 
movimientos solo los dos primeros son dependientes de flagelo, definiéndose la movilidad 
tipo swimming como el movimiento de células individuales en un medio líquido de baja 
viscosidad. Este movimiento se observa en placas con baja concentración de agar como 
halos concéntricos (Keller & Rubinow, 1976). Por el contrario, la movilidad tipo swarming es 
un movimiento multicelular coordinado de las bacterias sobre superficies semi-sólidas, en 
el que las células sufren un proceso de diferenciación morfológica, convirtiéndose en células 
especializadas, que pueden ser hiperflageladas, y generalmente más alargadas, donde 
juegan un importante papel los surfactantes y ramnolípidos (Harshey, 2003). Este 
movimiento da lugar a patrones dendríticos en la superficie del agar. En enterobacterias el 
movimiento tipo swimming es dependiente de flagelos polares, mientras que el swarming 
lo es de los flagelos perítricos. Sin embargo, al no existir estos flagelos laterales en las 
pseudomonas, ambos movimientos se producen a través de los flagelos polares. 
 
La movilidad es quimiotáctica, es decir, depende del proceso quimiotáctico por el 
cual las bacterias son capaces de responder de manear eficiente y rápida a cambios en la 
composición físico-química de su ambiente, dirigiéndose hacia ambientes favorables y 
escapando de los desfavorables (Bren & Eisenbach, 2000). Este proceso es esencial para una 
efectiva colonización de la raíces y competencia por el nicho con el resto de 
microorganismos (de Weert et al., 2002). Además, las flagelinas, proteínas estructurales del 
flagelo, juegan un importante papel en el reconocimiento de las bacterias por parte de la 
planta, siendo también de gran importancia durante las primeras etapas de la colonización 
de una superficie (Che et al., 2000, Parker, 2003, Shimizu et al., 2003, Katsuragi et al., 2015). 
 
 
4.1.1 Movilidad dependiente de flagelo: estructura y regulación flagelar 
 
Fue hace más de 300 años, con la aparición de los primeros microscopios, cuando 
Antonie van Leeuwenhoek observó que las bacterias eran organismos móviles. Esta 
movilidad estaba ligada a la presencia de orgánulos filamentosos a los que se les denominó 
flagelos. Los flagelos son apéndices celulares más o menos largos y finos, de unos 20 nm de 
diámetro que se encuentran anclados a la célula por uno de sus extremos. Su disposición 
varía según la especie bacteriana y puede clasificarse en polar o lateral, aunque ambos 
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presentan la misma estructura. En la actualidad sabemos que gracias a adaptaciones como 
los flagelos y el proceso quimiotáctico las bacterias son capaces de moverse hacia lugares 
que presenten condiciones favorables para su supervivencia. Sin embargo, durante algunos 
años permaneció la controversia de si la presencia del flagelo era indispensable para que las 
bacterias realicen una colonización eficaz de la rizosfera (Howie et al, 1987; Scher et al, 
1988). Fue con el trabajo de de Weger y colaboradores realizado con mutantes inmóviles de 
P. fluorescens WCS374, incapaces de realizar una colonización competente, cuando se 
asumió que la movilidad dependiente de flagelo juega un papel esencial en el proceso de la 
colonización de la rizosfera (de Weger et al., 1987). Hoy sabemos, que además de ser 
esencial para la movilidad bacteriana, el flagelo está implicado en otros procesos como la 
adherencia a superficies, la formación de biopelículas o la interacción con otros organismos 
(Pratt & Kolter, 1998, Young et al., 1999). 
 
 El flagelo es una de las estructuras más complejas presentes en los procariotas y 
está constituido por más de 30 proteínas diferentes. Su estructura, aunque puede variar de 
unos organismos a otros, se compone de tres partes principales: el cuerpo basal, el gancho 
y el filamento (Macnab, 2003) (Figura 1.4). El cuerpo basal se encuentra embebido en la 
membrana citoplasmática y en la pared celular, actuando como región de anclaje a la célula. 
Se encarga de la rotación del filamento actuando como un motor de rotación reversible y 
de la exportación del resto de proteínas flagelares gracias a un especializado sistema de 
secreción tipo III (Minamino & Namba, 2004). En Gram negativas, el cuerpo basal está 
formado por diferentes estructuras: (i) dos anillos exteriores que se denominan L y P y están 
relacionados, respectivamente, con la membrana externa y con el peptidoglicano, (ii) los 
anillos M y S, localizados en la membrana interna y el espacio periplásmico, 
respectivamente, (iii) el anillo C, o citoplasmático, en el que se encuentran las proteínas FliG 
FliM y FliN formando parte del motor flagelar, (iiii) las proteínas integrales de membrana 
MotA y MotB, que se localizan rodeando al resto de estructuras y también forman parte del 
motor flagelar y (iv) el eje o hueco interior formado por los anillos MS y C donde se alojan 
una serie de proteínas implicadas en la secreción de los de componentes del flagelo (Figura 
1.4). 




Dentro del cuerpo basal se encuentra por tanto el motor flagelar, que a su vez puede 
dividirse en dos partes: estator y rotor. El estator está formado por canales para el paso de 
iones a través de la membrana, y es el responsable de la generación de la energía mecánica 
para la rotación del motor del flagelo (Berg, 2003). Está formado por varias copias de las 
proteínas MotA y MotB. Por otro lado, el rotor o parte móvil, está constituido por algunas 
de las proteínas Fli, siendo FliG junto a las proteínas Mot las responsables de generar la 
fuerza de torsión necesaria para el cambio en la dirección de rotación del flagelo (Lloyd et 
al., 1996). El gancho es una estructura curvada de 55 nm de longitud, y 22 nm de diámetro, 
que conecta el filamento al corpúsculo basal. Está formado por monómeros de la proteína 
FlgE, dispuestos en alfa-hélices, lo que permite que actúe como una bisagra flexible que 
transmite la fuerza de torsión generada por el motor hacia el filamento e impulsar a la célula 
(Ferris & Minamino, 2006). Por último, el filamento es una estructura helicoidal de unos 
20nm de diámetro y longitud variable compuesta por hasta 30.000 subunidades de flagelina 
(FliC) y que presenta en su extremo distal la denominada proteína final, formada por cinco 
monómeros de la proteína FliD (Macnab, 2003). 
 
Debido a su compleja estructura y a su función, dignas de una obra de ingeniería, la 
biosíntesis del flagelo es un proceso energéticamente muy costoso para la célula. Se ha 
descrito que en torno a un 2% de la energía obtenida por Escherichia coli es utilizada sólo 
Figura 1.4: Esquema simplificado de la estructura del flagelo bacteriano. Modificado de (Thormann 
& Paulick, 2010) 
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en su biosíntesis (Macnab, 2003). En el proceso de biosíntesis del flagelo interviene la 
expresión de más de 50 genes de manera jerarquizada (Thormann & Paulick, 2010), que a 
su vez están regulados por factores ambientales, como pueden ser señales de QS, 
disponibilidad de nutrientes o temperatura (Appelt & Heuner, 2017). Este proceso se conoce 
relativamente bien en E. coli y Salmonella typhimurium (Macnab, 2003, McCarter, 2006), 
produciendo ambas, flagelos perítricos. En estas especies, los genes implicados en la 
producción del flagelo se separan en tres clases en función de su regulación y del momento 
en el que se expresan. En cambio, en pseudomonas y otras gram negativas, la regulación del 
filamento flagelar parece presentar cuatro niveles de regulación jerárquica. En todas las 
bacterias existe una relación entre la producción de los componentes estructurales del 
flagelo y su ensamblaje, resultando en un proceso extremadamente ordenado en las etapas 
de síntesis, incorporación, exportación y ensamblaje de sus componentes (McCarter, 2006). 
Aunque existen diferencias en la regulación de la expresión de los genes en diferentes 
especies bacterianas, se pueden clasificar en tres o cuatro niveles diferentes en función del 
momento en el que se expresan. Dentro de las pseudomonas, es en P. aeruginosa donde 
más se ha estudiado el proceso de biosíntesis del flagelo, ya que se ha demostrado que los 
flagelos juegan un importante papel en la virulencia (Arora et al., 1998). En esta cepa, los 
genes flagelares se encuentran localizado en tres regiones no contiguas del genoma y se 
pueden clasificar en cuatro grupos según el orden en el que se expresan: genes de clase I, 
clase II, clase III y clase IV (Dasgupta et al., 2003). 
 
Los genes pertenecientes a la clase I son los primeros en expresarse y de ellos 
depende la expresión del resto. Dentro de esta clase I encontramos el gen que codifica la 
proteína FleQ, considerada como la reguladora principal de la síntesis del flagelo en 
pseudomonas (Arora et al., 1997), y que junto con el factor sigma RpoN o ơ54 y al gen fliA 
son los responsables de la expresión, de manera directa o indirecta, del resto de genes 
flagelares (Jyot et al., 2002, Dasgupta et al., 2003). La expresión de FleQ es dependiente del 
factor sigma σ70 y está reprimida por AlgU o σ22, Vfr y AmrZ (Tart et al., 2005, Tart et al., 
2006, Martinez-Granero et al., 2012). Los promotores de los genes fleQ y fliA están 
regulados por factores ambientales e incluso parecen estar de alguna manera influenciados 
por interrupciones en la biosíntesis del propio flagelo (Dasgupta et al., 2002). Por otra parte, 
no se conoce muy bien cómo se regula la expresión de fliA, ya que parece ser independiente 
de todos los factores ơ estudiados (Dasgupta et al., 2003), aunque en Legionella 
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pneumophila parece que FleQ es el encargado de aumentar sus niveles de expresión junto 
a la acumulación de una alarmona (ppGpp) en el interior celular, pero sus niveles de 
expresión basales no dependen de ellos, si no al igual que FleQ, del factor sigma σ70 (Schulz 
et al., 2012).  
 
Los genes de la clase II codifican algunos componentes estructurales del flagelo que 
dan lugar al cuerpo basal, al anillo MS, al motor, al aparato de exportación flagelar y al 
extremo del filamento. Todos ellos están regulados directamente por FleQ y RpoN de 
maneara positiva. Además, dentro de este grupo se incluyen proteínas reguladoras que dan 
lugar a un único mRNA bicistrónico. Dentro de estas proteínas reguladoras cabe destacar a 
FlhF que es la responsable de la localización del flagelo en posición polar (Pandza et al., 
2000, Murray & Kazmierczak, 2006) y a FleN, proteína que reprime a nivel post-traduccional 
la actividad de FleQ por unión directa, y parece jugar un papel muy importante en la 
regulación del número de flagelos sintetizados en la célula (Dasgupta & Ramphal, 2001). 
También se encuentran dentro de estas proteínas reguladoras el sistema de dos 
componentes FleS/R encargado de la transición en la expresión de los genes de la clase II a 
los de clase III. Por otra parte, FliA es la responsable de la transcripción de FlgM, que a su 
vez se une a FliA, inhibiendo que active la transcripción de los genes de clase IV. 
 
Los genes de la clase III codifican proteínas estructurales y para el ensamblaje del 
cuerpo basal y el gancho (Hirano et al., 2001). Todos los genes pertenecientes a esta clase 
requieren la expresión de FleQ, RpoN y FleS/R. Cuando la estructura del cuerpo basal y el 
gancho están ensamblada, FlgM es secretado a través de él, dejando libre a FliA y 
permitiendo la transcripción de los genes de clase IV. 
 
Dentro de los genes de clase IV encontramos a la flagelina, proteína estructural del 
filamento, genes responsables de la rotación del motor (motA/B) y genes involucrados en el 
proceso de quimiotaxis. 
 
En resumen, la biosíntesis del flagelo en pseudomonas o en cualquier otra especie 
bacteriana, está controlado por un gran número de genes reguladores y requiere la 
expresión de un alto número de genes estructurales. Además, se ha descrito que la 
activación de los genes de clase II y III está regulada negativamente por el segundo 
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mensajero (3’→5’) digunosin monofosfato cíclico (c-di-GMP) que se une a FleQ inhibiendo 
su actividad como factor transcripcional de los genes relacionados con la síntesis del 
filamento flagelar (Baraquet & Harwood, 2013). En estas circunstancias, FleQ es capaz de 
activar la transcripción de promotores que regulan la formación de biopelículas. De esta 
forma, FleQ es al mismo tiempo activador y represor de la movilidad en función de los 
niveles intracelulares de c-di-GMP (Baraquet & Harwood, 2015). Muchos son en los últimos 
años los estudios que implican a este segundo mensajero, perteneciente a la familia de la 
alarmonas, en la regulación de la síntesis del aparato flagelar en diferentes puntos del 
proceso. Se profundizará sobre este segundo mensajero en el apartado 4.4.  
 
Por tanto, la movilidad se encuentra regulada a todos los niveles, a través de 
alteraciones en la expresión de los genes flagelares, del ensamblaje de sus productos 
codificantes y de la velocidad de rotación del flagelo ensamblado. 
 
 
4.1.2 Regulación de la movilidad dependiente de flagelos en P. fluorescens F113 
 
Aunque en términos generales la biosíntesis del flagelo es similar para todas las 
pseudomonas, existen algunas diferencias. En P. fluorescesns F113 se analizó la organización 
y regulación de una región genética de 6.5 Kb, localizada entre los genes fliC y fleQ 
(Capdevila et al., 2004, Redondo-Nieto et al., 2008). Y se ha descrito que la expresión de la 
proteína FlaG (FleL en P. aeruginosa) y el operón formado por los genes fliST (fliSfleP en P. 
aeruginosa) no dependen la de expresión de FleQ, ni de cualquier otro factor sigma 
alternativo, lo que indica que se encuentran en el mismo nivel de fleQ, dentro de los genes 
de clase I. Además, la expresión de flaG es completamente independiente a la de fliC 
(Redondo-Nieto et al., 2008). 
 
Además, hasta la fecha se han identificado varias rutas de regulación que reprimen 
la movilidad dependiente de flagelos en P. fluorescens F113 (Navazo et al., 2009, Martinez-
Granero et al., 2012, Barahona et al., 2016), como se detalla a continuación.  
 
El sistema de dos componentes GacA/GacS, regula de forma negativa la movilidad a 
través de la represión de la biosíntesis del flagelo. Este sistema de dos componentes regula 
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el metabolismo secundario en muchas pseudomonas (de Souza et al., 2003) y también activa 
la transcripción de varias moléculas de RNA de pequeño tamaño (sRNA), rsmXYZ (Kay et al., 
2005). A su vez, estos sRNA reprimen la traducción de las proteínas RsmAEI, cuya función es 
reprimir la transcripción de AlgU (Lapouge et al., 2007, Schubert et al., 2007). AlgU es el 
factor sigma necesario para la expresión del represor de fleQ, AmrZ. Si no hay RmsAEI, se 
transcribe AlgU, activando a su vez la expresión de AmrZ que reprime al activador 
transcripcional del primer flagelo, fleQ, no sintetizándose este (Navazo et al., 2009, 
Martinez-Granero et al., 2012) (Fig. 1.5). 
 
Por otra parte, la proteína citoplasmática SadB, caracterizada inicialmente como una 
proteína implicada en la adhesión a superficies (Caiazza & O'Toole, 2004), posee un dominio 
HDOD y ha sido sugerida su implicación en relación al metabolismo del segundo mensajero 
c-di-GMP (Merritt et al., 2007). Esta proteína se encuentra también regulando la movilidad 
de manera negativa a través de del factor sigma AlgU y, por tanto, mediante AmrZ, 
reprimiendo al master regulador fleQ (Navazo et al., 2009). Ha sido demostrado que tanto 
el sistema GacA/S como SadB reprimen la movilidad actuando sobre AlgU de manera 
independiente (Martinez-Granero et al., 2012) (Fig.1.5). 
 
Los sistemas SadC/BifA y Wsp, regulan la movilidad de forma independiente, a 
través de la función del flagelo, en una ruta que converge a nivel de la proteína FlgZ. Esta 
proteína, cambia su localización celular en función de los niveles de c-di-GMP. Cuando estos 
niveles son altos, se localiza en la base del flagelo y podría actuar como un freno. FlgZ parece 
detectar los niveles de c-di-GMP resultantes de la actividad de los sistemas SadC/BifA y Wsp 
e interaccionar con el motor del flagelo. Esta ruta de regulación de la movilidad es 
independiente de las rutas en las que participan el sistema GacA/S y la proteína SadB 
(Navazo et al., 2009, Martinez-Granero et al., 2014a) (Fig. 1.5). 
 
Además, en el genoma de P. fluorescens F113 se han identificado los genes que dan 
lugar a la formación de un segundo aparato flagelar polar (Redondo-Nieto et al., 2013). Estos 
genes forman parte de un clúster de 41 kb, localizado en una isla genética, presente 
solamente en otras seis cepas del género pseudomonas y teniendo gran homología con los 
genes flagelares de la bacteria Azotobacter vinelandii DJ (León & Espin, 2008). La regulación 
de estos genes se produce a través del master regulador flhDC, en vez de fleQ, activando su 
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transcripción la proteína Vfr (Barahona et al., 2016). Aunque el master regulón flhDC 
normalmente sintetiza flagelos perítricos (Poggio et al., 2007), aparte de en P. fluorescens 
F113, ha sido observada la regulación de flagelos polares en Burkholderia glumae (Jang et 
al., 2014). Bajo condiciones de laboratorio este master regulador no se expresa, no 
produciéndose este segundo aparato flagelar. Es al sobreexpresar ectópicamente flhDC 
cuando se observa un fenotipo hipermovil con células hiperflageladas. También se ha 
podido observar que los mutantes en los genes kinB y algU expresan tanto flhDC como la 
flagelina de este segundo flagelo (FliC2), sugiriendo que tanto kinB como algU reprimen 
fuertemente la producción de este segundo aparato flagelar, mediante la represión del 
master regulador flhDC (Barahona et al., 2016). También AmrZ, regulador transcripcional 
que requiere a AlgU para su transcripción (Martinez-Granero et al., 2014b), está implicado 
en la regulación negativa de flhDC. Ha sido descrito que la proteína AlgU regula la 
transcripción de fleQ, a través de la represión de AmrZ, por lo que en esta cepa AlgU regula 
simultáneamente la síntesis de ambos flagelos (Martinez-Granero et al., 2012, Barahona et 
al., 2016) (Fig. 1.5). Ha sido demostrado que la producción de este segundo aparato flagelar 
es una ventaja adquirida por P. fluorescens F113 para realizar una colonización más 
competente de la rizosfera (Barahona et al., 2016).  
 
Figura 1.5: Rutas de regulación de la movilidad en P. fluorescens F113. Este modelo integra los tres 
niveles de regulación en una compleja red de transducción de señales, en la que las diferentes rutas 
están interconectadas.  
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En resumen, la regulación ambiental de la movilidad dependiente de flagelos en P. 
fluorescens F113 está regulada a diferentes niveles, tanto a nivel de la transcripción de 
importantes reguladores transcripcionales, que a su vez van a reprimir la transcripción de 
fleQ, master regulador de la biosíntesis flagelar, como a través de la regulación la 




4.1.3 Movilidad quimiotáctica 
 
Como ya se ha comentado, la movilidad bacteriana no es un fenómeno aleatorio, 
sino que está ligado a la movilidad quimiotáctica. El fenómeno de quimiotaxis se define 
como el movimiento dirigido de las células a través de gradientes químicos y físicos 
producidos por diferentes sustancias (Porter et al., 2011). Estas sustancias pueden ser 
quimioatrayentes o quimiorrepelentes para las células. 
 
Aunque la quimiotaxis bacteriana fue descrita hace más de 120 años por Engelman 
y Adler centro sus estudios en este fenómeno hace más de cuatro décadas (Adler, 1969, 
Adler et al., 1973, Adler & Epstein, 1974), no ha sido fácil caracterizar las interacciones 
moleculares que lo componen. Esto se debe a que el mecanismo de quimiotaxis es bastante 
complejo e implica a muchas proteínas diferentes encargadas de mediar la transducción de 
señales desde un estímulo externo, a través de fosforilaciones y defosforilaciones, hasta 
llegar al motor flagelar. En términos generales podríamos decir que está mediada por dos 
complejos multiproteicos, siendo el complejo quimiotáctico el encargado de recibir la señal 
ambiental y trasmitirla hasta un segundo complejo, que es el motor del flagelo, donde 
ocurre la respuesta al estímulo. Análisis genómicos han mostrado que más de la mitad de 
las bacterias poseen genes quimiotácticos y estos pueden ser clasificados en 17 tipos 
diferentes de rutas quimiotácticas, según variaciones en la estructura de los dominios y en 
la presencia o no de proteínas auxiliares (Wuichet & Zhulin, 2010). 
 
En la actualidad, la quimiotaxis bacteriana es uno de los sistemas de transducción de 
señales más estudiados, habiéndose identificado bastantes detalles tanto estructurales 
como bioquímicos del mismo, sobre todo en la bacteria modelo E. coli (Wadhams & 
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Armitage, 2004, Baker et al., 2006). En este organismo modelo ha sido estudiada la 
diferencia en el movimiento en ausencia y en presencia de un gradiente de sustancia 
quimioatrayente. El movimiento presentaba carreras de varios segundos interrumpidas por 
giros momentáneos. Durante las carreras el o los flagelos giran en el sentido contrario a las 
agujas del reloj (CCW) mientras que durante los momentos de tumbling (giros), cambia el 
sentido de la rotación en sentido de las agujas del reloj (CW). Las células realizan estos giros 
para poder reorientarse antes de la siguiente carrera. Cuando no existe gradiente químico 
en el medio este movimiento es aleatorio, mientras que cuando hay una sustancia química 
en el medio, sea quimioatrayente o quimiorrepelente, las células aumentan sus carreras 




Por tanto, la célula debe identificar y responder a estos gradientes y al mismo tiempo 
integrar y amplificar las señales para coordinar la respuesta de movilidad dirigida 
(Alexandre, 2010). De manera resumida, esta integración y amplificación es llevada a cabo 
a través de diferentes proteínas: los compuestos químicos son sensados a través de su 
interacción con proteínas quimioreceptoras transmembrana, denominadas MPCs (del 
inglés, methyil-accepting chemotaxis proteins) que se localizan en uno o ambos polos 
bacterianos (Briegel et al., 2009). Junto a los MCPs se encuentra la proteína adaptadora 
CheW cuya función es conectar estos quimiorreceptores con la histidin quinasa CheA de un 
sistema de dos componenes CheA/CheY y la fosfatasa CheZ, formando parte todas ellas del 
módulo encargado de la transducción de la señal. Estas proteínas actúan en conjunto para 
Figura 1.6: Quimiotaxis en E. coli. Movilidad de E. coli en ausencia (A) y en presencia (B) de un 
quimioatrayente. Modificado de (Sourjik & Wingreen, 2012) 
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controlar el nivel de fosforilación del regulador de respuesta, CheY, encargado de 
interaccionar con el flagelo y provocar cambios conformacionales en éste, que darán lugar 
a un cambio en la rotación del motor (Fig. 1.7). 
 
En este complejo sistema de transducción de señales se ha descrito que las proteínas 
sensoras o MCPs, encargadas de recibir la señal ambiental, tienen ``memoria´´, ya que son 
capaces de reconocer diferentes concentraciones de sustancias o recordar la concentración 
de una sustancia momentos antes, gracias al estado de metilación de residuos específicos, 
por lo que pueden no solo integrar, si no también amplificar las señales. A este mecanismo 
se le ha denominado adaptación quimiotáctica y permite a la célula responder a un amplio 
rango de concentraciones de sustancias (Alexandre, 2010, Sourjik & Wingreen, 2012). Las 
proteínas CheR y CheB, metiltranferasas y metilesterasas, respectivamente, son las 
responsables de regular el grado de metilación de los MCPs, haciendo que estos sean 
capaces de reconocer diferentes concentraciones de una sustancia y comparar estas 
concentraciones en el tiempo, dándole sensibilidad al sistema. Estas metilaciones hacen que 
disminuya la afinidad de los MCPs por el ligando (Sourjik & Berg, 2002). En cuanto a su 
estrucutra, los MCPs suelen poseer una región periplásmica de unión a ligando (LBR, del 
inglés ligand-binding region), por la que detectan las señales externas y a través de un 
cambio conformacional transmiten el mensaje al dominio citoplasmático, que controla la 
respuesta experimentando estas metilaciones reversibles (Falke & Hazelbauer, 2001), un 
dominio citosólico y un dominio de señalización. No obstante, se han identificado gran 
número de MCPs y estos pueden variar en su topología (Matilla & Krell, 2017), como por 
ejemplo, en algunos de ellos el dominio sensor puede ser periplásmico o citoplasmático, 
pudiendo incluso no existir la región de unión a ligando en algunos MCPs (Lacal et al., 2010). 
Este hecho indica que, además de señales ambientales externas, algunos de ellos reciben 
señales intracelulares al ser citoplasmáticos (Ferrandez et al., 2002). Mediante cristalografía 
de rayos X de MCPs purificados se ha visto que se organizan en la membrana formando 
paquetes de dímeros de tres en tres, dando lugar a una estructura hexagonal (Briegel et al., 
2012). En E. coli han sido caracterizados los ligandos de muchos MCPs, como por ejemplo el 
quimiorreceptor Tar para maltosa y aspartato, el Tsr para serina y leucina o el Tap para 
dipétidos y pirimidinas. (Falke & Hazelbauer, 2001, Lacal et al., 2010, Parkinson et al., 2015). 
También ha sido identificado un quimiorreceptor que responde al estado redox de la célula, 
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mediando aerotaxis, el cual carece de dominio periplásmico (Ferrandez et al., 2002, Bibikov 
et al., 2004). 
 
Como se acaba de comentar, cuando los MCPs reciben la señal sufren un cambio 
conformacional que supone la autofosforilación de la quinasa CheA, activándola. Esta 
autofosforilación es dependiente de ATP y ocurre en residuos específicos de histidina. El 
dímero CheA fosforililado (CheA-P) trasfiere el grupo fosfato a CheB y a CheY en residuos 
específicos de aspartato. La proteína CheY en su estado fosforilado (CheY-P) disminuye su 
afinidad por la proteína CheA y la aumenta por las proteínas FliM y FliN del motor flagelar 
lo que se traduce en un cambio en la dirección de rotación del flagelo y por tanto en un 
cambio en la dirección del movimiento (Sampedro et al., 2015). Aunque CheY-P se puede 
auto-defosforilar, la proteína CheZ aumenta su tasa de defosforilación, haciendo posible 
que la respuesta que había comenzado ponga fin de manera inmediata, quizás por una 
disminución en el gradiente de la concentración del quimioatrayente. CheB ejerce su 
función de metilesterasa cuando es fosforilado por CheA (Anand & Stock, 2002) (Fig. 1.7). 
 
 
Figura 1.7: Esquema de la transducción de señales quimiotácticas bacterianas. Los componentes 
proteicos y reacciones que llevan a una rotación del flagelo en dirección CW están coloreadas en 
verde, mientras que las que llevan a la rotación flagelar en dirección CWW están en rojo. Modificado 
de Parkinson lab. Sitio web: http://chemotaxis.biology.utah.edu/Parkinson  




Las formas activas de estos reguladores de respuesta tienen una vida muy corta, ya 
que rápidamente pierden los grupos fosfato a través de autohidrólisis espontáneas, 
haciendo que el mecanismo de transducción de señales sea todavía más rápido y sensible, 
ya que las desfosforilaciones/fosforilaciones son cinéticamente más rápidas que las 
metilaciones en los MCPs. 
Aparte de estas seis proteínas Che presentes en enterobacterias, se han descrito 
proteínas auxiliares en otras especies bacterianas, como son la proteína CheV, cuya función 
es adaptadora al igual que CheW (Alexander et al., 2010), la fosfatasa CheC, que defosforila 
a CheY al igual que CheZ (Fredrick & Helmann, 1994) y CheD, una metilesterasa similar a 
CheB (Chao et al., 2006), entre otras. La presencia de estas proteínas auxiliares aumenta la 
sensibilidad y rapidez de respuesta del proceso quimiotáctico. 
 
 En enterobacterias el sistema de quimiotaxis es bastante simple, presentando E.coli 
las seis proteínas Che principales con cinco MCPs asociados y una única ruta quimiotáctica 
(Baker et al., 2006). En cambio, las pseudomonas, debido a su gran versatilidad metabólica, 
han desarrollado comportamientos quimiotácticos más complejos pudiendo llegar a tener 
más de 25 proteínas quimiorreceptoras diferentes y múltiples copias de las proteínas Che 
(Hamer et al., 2010) Por ejemplo, en P. aeruginosa PAO1 se han identificado 26 MCPs 
diferentes asociados en varias rutas quimiotácticas (Ortega et al., 2017).  
 
Las más de 20 copias de las proteínas Che presentes en los genomas de las 
pseudomonas se agrupan en cinco clústeres diferentes, denominados clústeres I, II, III,  IV y 
V. Solamente los clústeres I, II y V están implicados en la quimiotaxis mediada por flagelos, 
mientras que el clúster III lo forma el sistema Wsp y el clúster IV presenta los genes pilGHIJK 
y chpABCDE, cuya función es la regulación de la expresión de exopolisacáridos Pel y Psl, el 
movimiento tipo twiching y la regulación de los niveles del adenosín monofosfato cíclico 
(cAMP), respectivamente (Ferrandez et al., 2002, Whitchurch et al., 2004, Hickman et al., 
2005, Kato et al., 2008, Fulcher et al., 2010). Mutaciones en los genes che de las 
pseudomonas generan fenotipos inmóviles y/o afectados en la frecuencia de cambio de 
rotación del flagelo, como ha sido descrito en P. aeruginosa y en P. fluorescens (Schmidt et 
al., 2011, Muriel et al., 2015). 
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Por otro lado, hace ya bastante tiempo que se están identificando las señales 
específicas de algunos quimiorreceptores, sobre todo en P. aeruginosa y P. putida. Algunos 
de estos MCPs responden a compuestos presentes en la rizosfera, como por ejemplo a más 
de 20 aminoácidos, péptidos, fosfato inorgánico, glucosa, citosina, etileno, fitoalexinas o el 
recientemente identificado para el ácido α-cetoglutárico (Sly et al., 1993, Kelly-Wintenberg 
& Montie, 1994, Kuroda et al., 1995, Taguchi et al., 1997, Kato et al., 2008, Liu & Parales, 
2009, Neal et al., 2012, Rico-Jimenez et al., 2013, Martin-Mora et al., 2016), permitiendo 
una correcta colonización de las raíces (Oku et al., 2012, Oku et al., 2014). En el caso de las 
cepas pertenecientes al grupo de las P. fluorescens, los ácidos orgánicos parecen ser los 
quimioatrayentes preferidos (de Weert et al., 2002). También se han identificado MCPs 
específicos para compuestos aromáticos presentes en el suelo, como son PCBs, el herbicida 
atrazina, tolueno, naftaleno o benzonato (Harwood, 1989, Grimm & Harwood, 1999, Parales 
et al., 2000, Gordillo et al., 2007, Liu & Parales, 2009). No cabe duda que la amplia gama de 
quimiorreceptores específicos de compuestos hace a las pseudomonas capaces de 
metabolizar y degradar diferentes sustancias y por tanto crecer en diferentes ambientes. 
Sin embargo, el comportamiento quimiotáctico de las pseudomonas no es uniforme, 
pudiendo algunas cepas sentirse atraídas por compuestos que otras repelen, como es el 
caso del cloroetileno, quimioatrayente para P. putida pero no para P. aeruginosa, quien lo 
evita (Shitashiro et al., 2005). Además, se han identificado MCPs cuyo dominio LBR presenta 
dos sitios de reconocimiento para ligandos diferentes (Pineda-Molina et al., 2012). 
 
 En P. aeruginosa se han descrito dos sistemas quimiotácticos mediados por flagelo, 
denominados Che y Che2 (Kato et al., 1999), aparte de los clústeres III y IV ligados a otros 
fenotipos relacionados con la formación de biopelículas (Caiazza et al., 2007). En cambio, se 
han identificado cepas bacterianas que poseen tres sistemas quimiotácticos, como es el caso 
de la bacteria fotosintética Rhodobacter sphaeroides. En ella han sido muy estudiados los 
mecanismos de transducción de señales quimiotácticos, demostrándose que las histidín 
quinasa CheA de cada uno de sus tres sistemas interaccionan con cada una de las cinco 
proteínas CheY codificadas en el mismo o difentes operones (Porter et al., 2008). 
 
 En P. fluorescens F113 han sido identificados cinco sistemas quimiotácticos 
diferentes, denominados Wsp, Chp, Che1, Che2 y Che3. Los sistemas Wsp y Chp están 
presentes en todas las cepas de pseudomonas secuenciadas hasta la fecha. El sistema Wsp 
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está implicado en la regulación inversa de la movilidad y en la formación de biopelículas, 
mediante la producción del mensajero intracelular c-di-GMP, (Navazo et al., 2009, Barahona 
et al., 2010). Mientras que el sistema Chp, localizado adyacente a los genes pil se relaciona 
con la formación del pili tipo IV. Los otros tres sistemas están implicados en la movilidad 
dependiente de flagelo tipo swimming. El sistema Che1 es común a todos los sistemas de 
quimiotaxis secuenciados, localizándose sus genes adyacentes a genes implicados en la 
síntesis de flagelo y dividido en dos regiones del cromosoma. En cambio, los sistemas Che2 
y Che3 se localizan formando regiones compactas y presentan una organización génica 
similar. Ambos sistemas contienen genes que codifican MCPs, concretamente dos cada uno 
de ellos, de los más de 30 genes codificantes para proteínas quimiosensoras que posee esta 
cepa repartidas por el cromosoma (Redondo-Nieto et al., 2013) (ver material suplementario 
del capítulo 4). Como se detalla en el capítulo 4, los tres sistemas quimiotácticos de P. 
fluorescens F113 son funcionales, ya que mutaciones en los genes cheA de cada uno de ellos 
muestran afectada la capacidad de movimiento tipo swimming y la colonización de la 
rizosfera (Muriel et al., 2015). Además, como ha sido descrito para el sistema Che2 de P. 
aeruginosa y para los operones CheOp2 y CheOp3 de R. spaheroides (Ferrandez et al., 2002), 
el sistema Che3 parece ser fundamental en condiciones de anaerobiosis, aumentando la 
capacidad de colonización de la rizosfera bajo estas condiciones (Muriel et al., 2015). Sin 
embargo, el sistema Che3 de P. fluorescens F113 no comparte homología con ninguno de 
los sistemas de P. aeruginosa o R. sphaeroides. Solamente posee homología de secuencia 
con cepas de pseudomonas muy relacionadas, como son P. fluorescens FR1 y diferentes 
cepas de P. brassicacearum.  
 
Por último, para identificar los compuestos quimioatrayentes o quimiorrepelentes a 
los que responden las bacterias se siguen diferentes aproximaciones. Por un lado, se pueden 
realizar ensayos cualitativos, en los que se puede observar a gran escala si un compuesto 
químico actúa como atrayente o repelente para una determinada cepa bacteriana. Estos 
ensayos son fáciles y rápidos de realizar, como es la técnica en placa de agar, donde a través 
de la movilidad tipo swimming de la bacteria se puede analizar si nada a favor o en contra 
del compuesto químico a ensayar, colocado en un punto de la placa lejano al punto de 
inoculación de la bacteria. Por otro lado, existen los ensayos en capilares que muestran de 
forma cuantitativa el movimiento quimiotáctico. Con ellos, además de analizar si la 
sustancia es quimioatrayente o quimiorrepelente se puede también cuantificar el grado de 
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atracción o repulsión que presenta en la cepa bacteriana ensayada (Darias et al., 2014). 
Existen también técnicas alternativas que utilizan ensayos con microfluido (Jeong et al., 
2010), transferencia de energía por resonancia de fluorescencia (FRET, del inglés, 
fluorescence resonance energy transfer) (Sourjik et al., 2007), o las más recientemente 
publicadas, fluorimetría diferencial de barrido (DMF) (del inglés Differential Scanning 
Fluorimetry) o calorimetría de valoración isotérmica (ITC) (del inglés Isothermal titration 
calorimetry). Los análisis DMF permiten identificar la posible unión de ligandos a los MCPs 
por incrementos de la temperatura, pero no proporcionan pruebas consistentes, por lo que 
este tipo de análisis deben ser complementados con ITC (Krell, 2015, Matilla & Krell, 2017, 
Fernandez et al., 2018).  
 
La quimiotaxis tiene gran influencia en procesos de movilidad, adhesión y formación 
de biopelículas, por lo que es de vital importancia para que ocurra una correcta y 
competente colonización de la rizosfera por parte de las PGPRs o de bacterias patógenas. 
Ha sido descrito que mutantes de Ralstonia solacearum en los genes cheA o cheW no son 
capaces competir con la estirpe silvestre en ensayos de colonización competitiva (Yao & 
Allen, 2006). También se ha demostrado que este proceso es fundamental para la formación 
de nódulos por Rhizobium leguminosarum (Miller et al., 2007). Además, la gran versatilidad 
en rutas y proteínas quimiorreceptoras presentes en las bacterias les permite tener una 




4.2 La variación de fase 
 
Como se ha descrito con anterioridad la capacidad de movimiento es un factor de 
gran importancia para la competencia bacteriana. Se ha descrito que en P. fluorescesn F113 
durante el proceso de colonización de la rizosfera se seleccionan variantes de fase 
hipermóviles más competitivos que la estirpe silvestre. Hay que destacar que el fenómeno 
de variación de fase ha sido descrito en muchas especies bacterianas y produce cambios 
fenotípicos reversibles de alta frecuencia que están mediados por mutaciones, 
reorganizaciones o modificaciones del DNA (Saunders et al., 2003). Esto genera diversidad 
fenotípica y genotípica en la población, estrategia fundamental para una correcta 
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adaptación al ambiente donde habitan (Dybvig, 1993). El proceso de variación de fase afecta 
principalmente a compontes superficiales de la bacteria, como son, por ejemplo, flagelos o 
antígenos de membrana. Estos componentes intervienen en la movilidad y adhesión a 
superficies, teniendo gran importancia en la colonización de la rizosfera (Lugtenberg et al., 
2001). 
 
Los mecanismos moleculares causantes de este proceso son diversos, como por 
ejemplo errores durante la replicación del DNA que generan cambios en el marco de lectura 
durante la transcripción y la traducción, reordenamientos genómicos, cambios en el perfil 
de metilación de determinados genes, reparaciones defectuosas del DNA o eventos de 
recombinación entre genes diferentes (Henderson et al., 1999, Park et al., 2000, Borst, 2003, 
van der Woude & Baumler, 2004, Criss et al., 2005). En la mayoría de los casos, estos 
mecanismos moleculares producen cambios en la expresión génica. 
 
Uno de los mecanismos más estudiados es el mediado por las recombinasas 
específicas de sitio, que provocan inversiones o deleciones en regiones específicas del 
genoma por recombinación de secuencias homólogas (Abraham et al., 1985). XerC en E. coli 
y Sss en pseudomonas, son recombinasas específicas de sitio implicadas en la segregación 
del cromosoma y en la variación de fase. Estas enzimas promueven la recombinación 
conservativa recíproca entre dos pequeñas secuencias homólogas de DNA que no requiere 
síntesis de DNA. La presencia y orientación de dos de estas secuencias llevará a la inversión 
o escisión del fragmento de DNA situado entre ambos sitios de reconocimiento (Sadowski, 
1986). Mutantes en el gen que codifica la recombinasa específica de sitio sss en la cepa P. 
fluorescens WCS365, presentaban una reducida capacidad de colonizar el ápice radicular en 
raíces de tomate, siendo el fenómeno de variación de fase uno de los factores más 
importantes en una colonización competente de la rizosfera (Dekkers et al., 1998, van den 
Broek et al., 2005a). 
 
Otro tipo de mecanismo responsable del fenómeno de variación de fase, siendo el 
más abundante en las pseudomonas, es la generación de mutaciones espontáneas en el 
sistema de dos componentes GacA/GacS (van den Broek et al., 2005b). Entre otras 
funciones, este sistema regula la síntesis de metabolitos secundarios y la producción de 
exoenzimas en las pseudomonas (van den Broek et al., 2003). Este tipo de variantes 
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fenotípicos se han encontrado principalmente en la rizosfera de plantas colonizadas por 
especies de Pseudomonas con capacidad de biocontrol sobre determinados fitopatógenos. 
Estos variantes fenotípicos tienen reprimida la producción de compuestos del metabolismo 
secundario como el DAPG o el HCN, estando también limitados en la comunicación por QS 
y formación de biopelículas. Con este mecanismo se formaría una comunidad mixta en la 
que los mutantes gac tendrían ventaja en la colonización, pero no producirían compuestos 
del metabolismo secundario, por lo que sería la población sin variación de fase la que 
permanecería con la actividad de biocontrol (Rich et al., 1994, Duffy & Defago, 2000, Bull et 
al., 2001, Chancey et al., 2002, Sanchez-Contreras et al., 2002, Schmidt-Eisenlohr et al., 
2003, van den Broek et al., 2003). 
 
En P. fluorescens F113 se han identificado variantes de fase aislados de la rizosfera 
capaces de colonizar las zonas más alejadas de la raíz, que resultaron tener mayor expresión 
de flagelina y por tanto mayor movilidad (Sanchez-Contreras et al., 2002). También ha sido 
demostrado que tres de estos mutantes naturales desplazan a la estirpe silvestre en ensayos 
de colonización competitiva de la rizosfera (Martinez-Granero et al., 2006). Estos datos 
sugieren que la variación de fase que presenta esta bacteria podría ser una estrategia de 
competencia durante el proceso de colonización de la rizosfera para poder llegar a las zonas 
menos accesibles. De hecho, la observación de que los variantes de fase seleccionados 
durante el proceso de colonización de la raíz de la planta son más competitivos que la estirpe 
silvestre ha concluido en que es más importante esta capacidad de variar y moverse más 
que la estirpe silvestre, que la formación de biopelículas para la competencia de esta 
bacteria en el nicho rizosférico (Martinez-Granero et al., 2006, Barahona et al., 2010). 
Además, al inocular la raíz de la planta con un mutante sss se observó menor tasa de 
generación de variantes de fase naturales, por lo que esta recombinasa es fundamental en 
la formación de variantes de fase en P. fluorescens F113. Esta cepa tiene otra recombinasa 
específica de sitio, denominada XerD. Cuando se sobreexpresaron tanto sss como xerD en 
experimentos de colonización de la rizosfera se aislaron mayor número de variantes de fase 
que los aislados de forma natural. Además, todos los variantes de fase naturales de P. 
fluorescesns F113 presentaban alteraciones en el sistema de dos componentes GacA/GacS, 
represor de la producción del primer flagelo (Martinez-Granero et al., 2005, Martinez-
Granero et al., 2006, Martinez-Granero et al., 2012), así como en la producción del segundo 
aparato flagelar (Barahona et al., 2016).  
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4.3 Adhesión al sustrato y formación de biopelículas 
 
Aunque la capacidad de moverse otorga a los microorganismos múltiples ventajas, 
es el establecimiento en comunidad lo que predomina en el medio natural, ya sea formando 
tapetes, flóculos, sedimentos o biopelículas sobre numerosas superficies en todos los 
ambientes (Costerton, 1999). Esto es debido a que la estrategia de forma de vida sésil en 
comunidades, intra o interespecíficas, ofrece a las bacterias una ventaja adaptativa en lo 
que se refiere a la colonización y permanencia en el ambiente, ya que les confiere mayor 
resistencia a gran variedad de factores ambientales como son la desecación, radiación 
ultravioleta y moléculas con actividad microbiana y son metabólicamente más eficientes 
que desarrollándose de forma individual (Hall-Stoodley et al., 2004). Como ya se ha 
comentado, para la correcta función de las PGPRs es necesario que la interacción mutualista 
entre planta y bacteria perdure en el tiempo, pero ha sido en bacterias patógenas donde 
mejor se ha estudiado el proceso de formación de biopelículas, ya que resulta 
verdaderamente difícil erradicar a estas comunidades organizadas en biopelículas que se 
desarrollan en instrumental hospitalario, en lugares de procesado de la industria 
alimentaria, en plantas purificadoras de agua o incluso en el tejido pulmonar como es el 
caso de P. aeruginosa en enfermos de fibrosis quística. 
 
 La formación de biopelículas se define como agregados de microorganismos sésiles, 
adheridos a un sustrato o a una interfase, que están embebidos por una matriz extracelular 
de origen bacteriano compuesta principalmente por polisacáridos, ácidos nucleicos y 
proteínas (Hurlow et al., 2015). Es la presencia de esta matriz extracelular lo que confiere a 
estas estructuras la capacidad de funcionar de forma organizada, siendo el medio por el que 
interactúan todos los miembros de la biopelícula. La composición de esta matriz es variable 
dependiendo del tipo de microorganismos que estructuren la biopelícula y de las 
condiciones ambientales a las que estén respondiendo, pero sí que es esencial para el 
desarrollo de las biopelículas y es la responsable de dar la resistencia frente a estrés 
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 Las etapas consecutivas que constituyen la formación de biopelículas son: (i) una 
inicial adhesión reversible (ii) adhesión irreversible o formación de microcolonias (iii) 
formación de biopelícula maduras y (iv) dispersión de algunas o todas las células que 




En términos generales, el mecanismo de adhesión de la bacteria a superficies consta 
de dos fases: adsorción y anclaje. La fase de adsorción ocurre gracias a la movilidad 
quimiotáctica dependiente de flagelos, mediante la cual las bacterias son capaces de 
detectar condiciones favorables para la colonización de una superficie. Esta fase consiste en 
una unión rápida y débil de la bacteria a la superficie donde vaya a establecerse e involucra 
a flagelos y pili (Pratt & Kolter, 1998, Petrova & Sauer, 2012). En la fase de anclaje, algunas 
de las células que han establecido unión a la superficie empiezan a producir los 
exopolisacáridos que formarán la matriz extracelular, pasando a tener una unión irreversible 
y comenzando así el desarrollo de la siguiente etapa, la formación de microcolonias, que 
acabarán o no, transformándose en macrocolonias generando la biopelícula madura 
(Klausen et al., 2003). Algunas células de la biopelícula pueden comenzar la dispersión, 
etapa que ocurre usualmente cuando las condiciones ambientales cambian (Sauer et al., 
2002, Lasa, 2006). 
Figura 1.8: Etapas en la formación de una biopelícula. Las células móviles gracias al proceso 
quimiotáctico eligen una superficie que colonizar. Primero se adhieren a ella de forma reversible para 
la posterior unión irreversible con la formación de microcolonias. Posteriormente se establece una 
biopelícula madura y finalmente ocurre la dispersión de los microorganismos que la componen en 
busca de una nueva superficie que colonizar. Modificado de (Gupta et al., 2016). 
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Los mecanismos moleculares asociados a esta diferenciación de estilo de vida son 
numerosos y diversos y dependen, además de cambios en la expresión génica de los 
microorganismos que la desarrollen, de cambios ambientales (Klausen et al., 2006). En los 
estadios iniciales se ha descrito la participación de los flagelos y los pili, concretamente los 
pili de tipo I y de tipo IV. Varios trabajos demostraron que mutantes en la producción de 
estos pili son defectuosos en el proceso de adhesión al sustrato y en la formación de 
microcolonias (Vesper, 1987, Pratt & Kolter, 1998). Los flagelos por su parte, además de 
permitir a las células el movimiento hacia la superficie a colonizar, parecen jugar un papel 
importante en las primeras etapas de reconocimiento de la superficie. En diferentes trabajos 
se ha demostrado que mutantes en fliC o fliA, con fenotipo inmóvil, son incapaces de 
adherirse a superficies (Barahona et al., 2010, Rodriguez-Herva et al., 2010). Además, las 
bacterias gram negativas poseen, aparte del peptidoglicano, una capa adicional en su pared 
compuesta de lipopolisacárido. Este lipopolisacárido está constituido por el lípido A, un 
núcleo o core y el antígeno-O, sugiriéndose que el antígeno-O podría estar implicado en la 
adhesión al sustrato (Lerouge & Vanderleyden, 2002). También se han identificado en 
diferentes cepas de pseudomonas genes implicados en estas etapas iniciales a los que se les 
denominó genes sad (del inglés surface attachment defective) (O'Toole & Kolter, 1998a, 
O'Toole & Kolter, 1998b). Gracias a la identificación de estos genes por primera vez se 
relacionó de forma inversa el proceso de formación de biopelículas y la movilidad 
dependiente de flagelos (Caiazza et al., 2007). Otros elementos fundamentales para una 
correcta formación de las biopelículas son las adhesinas, proteínas de gran tamaño de la 
superficie celular que van a unirse a sustancias presentes en la zona a colonizar. Ha sido 
demostrado en varios estudios que mutantes en los genes que codifican diferentes tipos de 
estas adhesinas (genes lap) son defectuosos en la colonización de semillas y de la raíz 
(Espinosa-Urgel et al., 2000, Yousef-Coronado et al., 2008, Martinez-Gil et al., 2010). 
Además, al ser el desarrollo de las biopelículas dependiente de los factores ambientales, son 
varios los sistemas de dos componentes presentes en las células procariotas, los encargados 
de responder al ambiente y comenzar la transducción de señales durante este proceso. Se 
han descrito algunos de estos sistemas, como son los sistemas de dos componentes Ret, Lad 
y Gac y el sistema formado por BfiSR, BfmSR y MifSR que controlan mediante diferentes 
mecanismos distintas etapas en la formación de biopelículas en P. aeruginosa 
(Rasamiravaka et al., 2015). También ha sido descrita la influencia de factores σ, como es el  
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caso de RpoS, que activa la transcripción del operón que codifica el exopolisacárido Psl (Irie 
et al., 2010). Por otra parte, han sido caracterizados muchos mutantes defectuosos en la 
formación de biopelículas que tienen relación con el segundo mensajero c-di-GMP, como se 
detallará en el siguiente apartado, así como los relacionados con el mecanismo de QS. 
Gracias al QS las bacterias son capaces de comunicarse entre sí a través de moléculas 
difusibles (Fuqua et al., 1994). Esta comunicación es fundamental en la formación de 
biopelículas, ya que las células están organizadas en comunidad y utilizan este mecanismo 
para poder modular la adhesión a superficies, la movilidad, la producción de EPS y la 
dispersión (Nadell et al., 2009).  
 
Como ya se ha comentado, en P. fluorescens F113 ha sido observada la formación 
de microcolonias sobre la superficie radicular, siendo no esencial en esta cepa la formación 
de biopelículas maduras para llevarse a cabo una eficiente colonización de la rizosfera (ver 
figura 1.2) (Barahona et al., 2010). 
 
 
4.4 El c-di-GMP 
 
Son muchos los estudios que se están desarrollando en la actualidad sobre este 
segundo mensajero celular. En el proceso de regulación de la movilidad bacteriana, aparte 
de tener una importante función la síntesis coordinada del aparato flagelar como se 
detallaba en el apartado 4.1.1, existe otra regulación llevada a cabo por el c-di-GMP que 
ocurre independientemente del ensamblaje del flagelo y determinará el estilo de vida, móvil 
o sésil, de la célula (Jenal et al., 2017). 
 
El (3’→5’) diguanosin monofosfato cíclico (c-di-GMP) fue descrito por primera vez 
en el año 1987 por el grupo de Moshe Benziman como un activador alostérico de la enzima 
celulosa sintasa en la bacteria Gluconacetobacter xylinus, ahora llamada Acinetobacter 
xylinus (Ross et al., 1987). Desde entonces, ha emergido como un segundo mensajero 
central y ubicuo en procariotas, implicado en orquestar los estilos de vida bacteriano a 
través de la regulación de la transición entre el estado planctónico móvil al estado sésil o de 
formación de biopelículas y desde el estado virulento en infecciones agudas a un estado 
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menos virulento característico de enfermedades crónicas (Krasteva et al., 2012, Römling et 
al., 2013). 
 
Años después de su descubrimiento, fue el mismo grupo liderado por Benziman el 
que identificó los genes que codifican las proteínas responsables de su síntesis y 
degradación, diguanilato ciclasas (DGCs) y fosfodiesterasas (PDEs), respectivamente (Tal et 
al., 1998). Gracias al gran número de genomas secuenciados hoy sabemos que las bacterias 
poseen numerosos genes que codifican proteínas con estos dominios y, además, suelen 
presentar en la misma proteína dominios sensores, permitiendo así que las señales 
ambientales o intracelulares que regula los niveles del c-di-GMP queden integradas en el 
mecanismo de transducción de señal. Desde un punto de vista práctico queda establecido 
que la modulación de las vías de señalización de c-di-GMP representan la regulación de los 
estilos de vida bacterianos en respuesta a cambios ambientales (Ryan et al., 2006, Schirmer 
& Jenal, 2009, Römling et al., 2013). 
 
 
4.4.1 Metabolismo y regulación del c-di-GMP 
 
El c-di-GMP es sintetizado a partir de dos moléculas de guanosin trifosfato (GTP) por 
DGCs que presenten un dominio GGDEF conservado (Fig. 1.9). Fue con la cristalización de la 
DGC PleD de Caulobacter crecentus cuando se identificaron las conformaciones activas e 
inactivas de estos enzimas y su mecanismo de acción (Chan et al., 2004, Wassmann et al., 
2007). Los dominios GGDEF funcionan como homodímeros donde el sitio activo, localizado 
en la interfase del dímero, está implicado en la unión de GTP y en la catálisis. Los dos 
primeros residuos (G) del motivo GGDEF están implicados en la unión del GTP, el tercero 
(D/E) es fundamental para la catálisis y el cuarto (E) está implicado en la coordinación con 
iones metálicos Mg2+/Mn2+ necesarios para la formación del enlace fosfoéster. El 
mecanismo principal para la activación de las DGCs es el cambio conformacional que debe 
producirse para que interaccionen sus monómeros y este ocurre en respuesta a cambios en 
los dominios sensores (PAS) o receptores de señal (REC) activados por señales ambientales 
(Wassmann et al., 2007).  
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La degradación del c-di-GMP está catalizada por proteínas con actividad 
fosfodiesterasa (PDE) a través de dominios EAL o HD-GYP. Al degradarse se originan el 
dinucleótido linear 5’-fosfoguanilil-(3’→5’)-guanosina (5’-pGpG), en el caso del motivo EAL 
o 2 moléculas de GMP, en el caso del motivo HD-GYP (Fig. 1.9). En el caso de las PDEs con 
motivo EAL, puede continuar la degradación del 5’-pGpG para originar GMP, pero es una 
reacción muy lenta, lo que sugiere que in vivo esta hidrólisis podría llevarse a cabo por otras 
enzimas alternativas (Caly et al., 2015). Mucho menos se ha descrito sobre el dominio HD-
GYP, aunque sí se sabe que la hidrólisis de c-di-GMP a dos moléculas de GMP es mucho más 
rápida que la llevada a cabo por el domino EAL (Winkler et al., 2014). A diferencia de las 
DGCs, algunas PDEs mantienen parte de su actividad como monómeros, sin embargo, la 
gran mayoría necesita oligomerizar, y la dimerización parece clave en la activación de PDEs 
por estímulos ambientales (Sundriyal et al., 2014, Winkler et al., 2014). 
 
 
Análisis genómicos han revelado que en un mismo polipéptido pueden aparecer 
ambos dominios, formando parte de proteínas multidominio. En algunos casos es posible 
que la proteína actúe como un enzima bifuncional, con una activad dominando sobre la otra 
dependiendo de las señales ambientales o intracelulares que reciba. Pero normalmente, 
uno de los dominios es inactivo o ha adquirido una nueva función de regulador alostérico o 
bien, simplemente realiza un papel estructural. Como ejemplo, la proteína CC3396 de C. 
Figura 1.9: Metabolismo y regulación del c-di-GMP. Modificado de (Jenal et al., 2017). 
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crescentus presenta un motivo GGDEF degenerado cuya función es unir GTP de manera que 
ejerce una función alostérica al aumentar la afinidad por el sustrato (Christen et al., 2006). 
 
Como ya se ha comentado, es habitual encontrar proteínas que además de tener 
dominios de DGCs o PDEs presenten dominios sensores que podrían regular su actividad. 
Los dominios REC, GAF o PAS son los más comúnmente encontrados. Las proteínas con 
dominios REC suelen ser reguladores de respuesta de sistemas de dos componentes. Los 
dominios GAF y PAS suelen unirse a pequeños ligandos como cromóforos, hierro o 
flavonoides. Normalmente se encargan de detectar oxígeno, nitrógeno, carbono, luz, 
señales de QS o moléculas de la cadena de electrones. Se sabe que las proteínas con estos 
dominios pueden ser tanto citosólicas como de membrana, lo que sugiere que múltiples 
señales celulares y ambientales pueden ser integradas en la vía de señalización del c-di-GMP 
(Römling et al., 2013). 
 
Aparte de los dominios encargados de su síntesis y degradación, para ejercer su 
función, el segundo mensajero c-di-GMP debe unirse a proteínas efectoras o moléculas de 
RNA (Boyd & O'Toole, 2012). Al contrario de la identificación de los dominios GGDEF y EAL, 
la identificación de receptores de c-di-GMP continúa siendo una labor difícil, siendo 
incompleta la información de la que se dispone. Varias clases de proteínas efectoras de c-
di-GMP han sido caracterizadas estructuralmente, pero solamente se ha podido identificar 
el sitio de unión en algunas de ellas (Chou & Galperin, 2016). A continuación, se exponen 
algunos de los motivos que reconocen e interaccionan con este segundo mensajero 
descritos hasta la fecha, incluyendo proteínas con dominio PilZ, proteínas con dominios 
GGDEF y EAL degenerados, factores de transcripción y moléculas de RNAm (riboswitches). 
 
El primer tipo de motivo efector identificado fue el dominio PilZ, que posee alta 
afinidad por el c-di-GMP y es capaz de unir incluso dímeros de este segundo mensajero 
(Whitney et al., 2015). Este dominio está presente en muchos genomas bacterianos y ha 
sido descrita su funcionalidad en proteínas de diversas especies tales como BcsA o YcgR de 
E. coli (Ryjenkov et al., 2006), DgrA de C. crescentus (Christen et al., 2007), PlzC y PlzD de 
Vibrio cholerae (Pratt et al., 2007) o FlgZ de P. fluorescens F113 (Martinez-Granero et al., 
2014a) y de P. aeruginosa (Baker et al., 2016). La unión al c-di-GMP por el dominio PilZ puede 
ocurrir de diferentes formas y se han establecido dos motivos consenso: RXXXR y 
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(D/N)X(S/A)XXG (Amikam & Galperin, 2006, Benach et al., 2007). Se ha descrito que actúa a 
diferentes niveles, tanto en la regulación de la movilidad impidiendo la función flagelar 
interactuando directamente con proteínas del motor flagelar, como en la producción de 
celulosa y formación del pili (Amikam & Galperin, 2006, Ryjenkov et al., 2006, Martinez-
Granero et al., 2014a). Además, podemos encontrar el dominio PilZ junto a dominios 
GGDEF, EAL o HD-GYP, formando parte de la misma proteína, lo que es consistente con que 
todos ellos intervienen en la regulación del c-di-GMP (Chou & Galperin, 2016). Durante un 
tiempo se creyó que el dominio PilZ era el único capaz de unir c-di-GMP, pero rápidamente 
se demostró que no era suficiente ya que se había observado la presencia de dominios 
GGDEF y EAL en genomas que en cambio no presentaban este dominio sensor. Por tanto, 
parecía claro que no era el único motivo capaz de unir c-di-GMP (Amikam & Galperin, 2006, 
Lai et al., 2009). 
 
Otro receptor descrito para este segundo mensajero es el sitio de autoinhibición o 
I-site de algunas DGCs. Su función es controlar la activación de las DGCs mediante inhibición 
por retroalimentación, al limitar el tiempo de activación y evitando así la acumulación de 
altos niveles de c-di-GMP. Está formado por cuatro residuos aminoacídicos generando el 
motivo RXXD, donde X es cualquier residuo, y suele encontrarse cinco aminoácidos aguas 
arriba de motivo GGDEF. Está presente en un 50% de los dominios DGCs (Römling et al., 
2013), como ocurre en las proteínas WspR y GcbC de pseudomonas (De et al., 2009, 
Dahlstrom et al., 2016). Ha sido descrito recientemente un posible mecanismo de 
retroalimentación por sustrato, en el que el GTP es el encargado de la activación alostérica 
de las DGCs (Oliveira et al., 2015). También ha sido identificado un nuevo mecanismo de 
respuesta a c-di-GMP en el que, en este caso para la PDE PdeR de E. coli, que no solo se 
encarga de unir a este segundo mensajero, sino que también lo degrada, bajando sus niveles 
intracelulares mediante un mecanismo de retroalimentación negativa (Lindenberg et al, 
2013). Cabe señalar que muchas de las proteínas que poseen dominios GGDEF y EAL 
degenerados unen c-di-GMP para inhibir alostericamente su actividad, actuando por tanto 
como receptores de este segundo mensajero. Se han descrito numerosas proteínas con esta 
capacidad, como son FimX, PelD y LapD de P. aeruginosa (Lee et al., 2007, Navarro et al., 
2009, Dahlstrom et al., 2015), o FilP en Xanthomonas oryzae (Yang et al., 2014). Cada una 
de ellas involucradas en diferentes funciones como son la regulación de la movilidad, la 
producción de exopolisacáridos o la activación de genes de virulencia. 
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Ha sido descrito en algunas proteobacterias la existencia de un regulador de 
respuesta del c-di-GMP con un inusual dominio HD, HDOD (HD-related output domain) que 
puede aparecer como único dominio proteico o junto a otros dominios reguladores, como 
REC o GGDEF (Galperin, 2006). El análisis de su estructura y secuencia revelan que este 
dominio está distante del conocido HD-fosfohidrolasa, ya que el motivo de unión a metales 
típico del dominio HD no está conservado (Aravind & Koonin, 1998). La función de este 
dominio en la transducción de señales sigue siendo desconocida a día de hoy, aunque ha 
sido descrito en diferentes proteínas bacterianas. Por ejemplo, en el factor de virulencia 
CJ0248 de Campylobacter jejuni, que solamente posee este dominio y parece estar 
involucrado en la colonización del tracto intestinal de aves (Hendrixson & DiRita, 2004) o el 
regulador de respuesta GsmR de Xanthomonas campestris pv. campestris en el que aparece 
acompañado de un motivo REC y cuya función está relacionada con la biosíntesis del aparato 
flagelar (Liu et al., 2013). Recientemente se han descrito otras dos proteínas en X. 
campestris pv. campestris con este inusual dominio, HdpA y HdpB (Lee et al., 2016). HdpA 
posee un domino GGDEF además del dominio HDOD mientras que HdpB solamente 
presenta el dominio HDOD. Ambas proteínas parecen estar involucradas en movilidad, 
adherencia y producción de exopolisacáridos. Además, la proteína SadB de P. aeruginosa 
también posee un dominio HDOD junto a un dominio de la familia Ybak de función 
desconocida y ha sido sugerida su función como sensor de c-di-GMP (Merritt et al., 2007). 
Con estos datos podemos pensar que el dominio HDOD podría ser un nuevo domino de 
unión al c-di-GMP cuya función no está aclarada hasta el momento.  
 
También han sido incluidos como receptores de c-di-GMP algunos reguladores de la 
transcripción, como por ejemplo FleQ (Baraquet & Harwood, 2013, Molina-Henares et al., 
2017). Este regulador transcripcional pertenece a la familia NtrC/DctD y controla la 
expresión de los genes de biosíntesis de exopolisacáridos y adhesinas, genes relacionados 
con la virulencia, así como la formación del aparato flagelar (Baraquet et al., 2012, Martinez-
Granero et al., 2012, Matsuyama et al., 2016). Otros reguladores transcripcionales descritos 
como receptores de c-di-GMP son BrlR en P. aeruginosa (Chambers et al., 2014), Cpl en 
Xanthomonas (Leduc & Roberts, 2009) y Bcam1349 en Burkholderia (Chin et al., 2010). Otras 
proteínas que tienen actividad ATPasa similar a FleQ, como por ejemplo FliI de P. fluorescens 
SBW25 también han sido descritas como receptores de c-di-GMP (Trampari et al., 2015). 
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Aparte de los motivos proteicos descritos como sensores de c-di-GMP, se han 
identificado algunos tipos de RNA estructurales que tienen capacidad de unión a este 
segundo mensajero controlando la expresión de mRNAs codificantes para proteínas DGCs y 
PDEs (Sudarsan et al., 2008, Luo et al., 2014, Zhou et al., 2016). 
 
Una de las razones por las que existe tanta variedad de proteínas de unión al c-di-
GMP es su diversidad estructural, ya que es una molécula muy flexible que puede adoptar 
en solución varias conformaciones diferentes. Los análisis de alta resolución han mostrado 
que esta molécula puede encontrarse en solución formando monómeros o condensarse en 
forma de dímeros (Chou & Galperin, 2016, Dubey et al., 2016). Además, cuando se 
encuentra unido a proteínas sensoras puede oligomerizar formando complejos proteicos 
como dímeros y tetrámeros, como es el caso de la proteína BldD de Streptomyces coelicolor, 
en el que cuatro moléculas de c-di-GMP forman un puente de unión entre dos BldD, 
activándola como dímero (Tschowri et al., 2014). Al ser tan numerosos los dominios 
proteicos implicados en la regulación de este segundo mensajero se puede afirmar que sus 
niveles intracelulares están finamente controlados. No cabe duda de que en los próximos 
años se identificarán nuevos receptores y dianas implicados en esta compleja red de 
regulación. 
 
4.4.2 Fenotipos regulados por el c-di-GMP.  
 
Como se acaba de explicar, es enorme la diversidad de proteínas implicadas en la 
regulación de los niveles intracelulares del c-di-GMP, lo que implica que los procesos 
celulares controlados por este segundo mensajero sean muy diferentes y todos de gran 
importancia para la supervivencia celular. 
 
Hasta la fecha se sabe que el c-di-GMP está implicado en la biosíntesis de adhesinas 
y exopolisacáridos, en la regulación de los estilos de vida bacteriano (movilidad versus 
formación de biopelículas), en la respuesta a estrés y supervivencia, en la síntesis de 
metabolitos secundarios, en el control de la proteólisis y progresión del ciclo celular, en la 
virulencia bacteriana y en la respuesta a cambios ambientales como son por ejemplo la 
concentración de oxígeno y de óxido nítrico (Jenal et al., 2017). En términos generales, altos 
niveles intracelulares de c-di-GMP promueven la formación de exopolisacáridos, adhesinas, 
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establecimiento de un estilo de vida sésil y diferenciación celular. Más específicamente se 
ha identificado su implicación en la formación de heterocistos en cianobacterias y en la 
supervivencia y transmisión de algunos patógenos intracelulares (Kuchma et al., 2007, 
Bobrov et al., 2008, Steiner et al., 2013), así como en conferir morfología rugosa a las 
colonias (Güvener & Harwood, 2007). Por otro lado, bajos niveles intracelulares de este 
segundo mensajero promueven la vida móvil mediante diferentes procesos; swimming, 
swarming, twitching o gliding (Kim & McCarter, 2007) y la producción de factores de 
virulencia, como toxinas o la expresión de sistemas de secreción (Ryan, 2013).  
 
Podemos clasificar las principales funciones celulares de c-di-GMP en tres 
importantes aspectos de la fisiología bacteriana: (i) desarrollo y morfogénesis, (ii) transición 
de vida móvil a vida sésil y (iii) virulencia. 
 
Con respecto a su implicación en desarrollo y morfogénesis celular, se ha observado 
en muchas bacterias que los niveles de c-di-GMP intracelulares presentan una distribución 
asimétrica durante la división celular, afirmando que este segundo mensajero controla el 
comportamiento celular durante la reproducción (Christen et al., 2010). Por ejemplo, ha 
sido descrito en P. aeruginosa que durante un breve periodo tras la división celular la célula 
hija presenta una asimétrica distribución del c-di-GMP en la zona donde se localiza el flagelo 
y la maquinaria de quimiotaxis (Kulasekara et al., 2013). O en Streptomyces coelicolor, donde 
este segundo mensajero regula la transición entre un micelio vegetativo a un micelio 
reproductivo (Tschowri et al., 2014).  
 
La regulación de la reprogramación de la expresión génica durante la transición de 
estilo de vida planctónico a sésil es una característica universal para el c-di-GMP, donde, en 
términos generales, bajos niveles de este segundo mensajero se asocian a una vida móvil 
mientras que altos niveles lleva a las bacterias a adherirse a superficies y formar 
biopelículas. Sin embargo, además de este ``sencillo´´ cambio en el estilo de vida, el c-di-
GMP está involucrado en la regulación de los complejos pasos que las bacterias llevan a cabo 
para colonizar superficies (Valentini & Filloux, 2016). Como se ha visto, la formación y 
ensamblaje del aparato flagelar es un proceso finamente regulado, perteneciendo a una 
estrategia adaptativa. Sin embargo, el control de la actividad del motor podría ser 
importante para la toma de una decisión rápida durante el proceso de formación de 
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biopelículas (Jenal et al., 2017). Por ejemplo, se ha descrito tanto en E. coli como en 
Salmonella entérica que un aumento en los niveles intracelulares de este segundo 
mensajero resulta en la obstrucción del flagelo por la proteína de unión al c-di-GMP YcgR, 
generando un cambio en la velocidad de movimiento de la célula y en su actividad 
quimiotáctica. En cambio, para bloquear a YcgR y continuar con la vida móvil, estas bacterias 
expresan la PDE PdeH junto a otros genes flagelares. Este mecanismo afirma que el motor 
flagelar es capaz de responder a pequeños cambios de c-di-GMP fundamentales para 
comenzar la formación de biopelículas (Boehm et al., 2010, Paul et al., 2010). En los 
siguientes pasos implicados en este proceso también ha sido descrita la intervención de 
diferentes DGCs, que aumentan los niveles de c-di-GMP en la célula, así como la activación 
de diferentes proteínas sensoras (Christen et al., 2006, Pultz et al., 2012).  
 
Como se ha comentado con anterioridad, una vez ha ocurrido el contacto con la 
superficie a colonizar se produce un rápido cambio en la expresión génica de la bacteria, 
comenzando a sintetizar adhesinas, activando orgánulos de movilidad en superficie y 
produciendo la matriz extracelular para proteger a las microcolonias en desarrollo. Todo 
este cambio adaptativo es controlado por el c-di-GMP a nivel transcripcional, transducional 
y postransducional (Steiner et al., 2013, Kariisa et al., 2016). Por ejemplo, se ha demostrado 
que el c-di-GMP regula el pili tipo IV en varias bacterias, como son Myxococcus xanthus o V. 
cholerae (Jones et al., 2015, Skotnicka et al., 2016). 
 
Así como están bastante estudiados los mecanismos por los que el c-di-GMP influye 
en el proceso de transición de vida móvil a vida sésil, no se conoce tanto sobre su relación 
con el mecanismo contrario, la dispersión de las biopelículas y por tanto transición a vida 
móvil. Debido a su fundamental papel en la formación de biopelículas parece claro que el 
riguroso control de este segundo mensajero está también ligado al proceso de activación de 
dispersión de las biopelículas. Por ejemplo, en P. fluorescens ha sido descrito que la proteína 
de superficie LapA está implicada en la adhesión y estabilización a superficies y ligada a altos 
niveles de c-di-GMP intracelulares. En cambio, cuando estos niveles bajan es inactivada por 
la proteasa LapD que ha sido a su vez activada por una PDE (Chatterjee et al., 2014). También 
en esta cepa, las proteínas DipA y BldA han sido descritas como integrantes en la 
señalización por c-di-GMP durante el proceso de dispersión de biopelículas (Li et al., 2014). 
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Estos estudios parecen indicar que el c-di-GMP posee también un importante papel en la 
regulación de la transición de vida sésil a vida móvil. 
 
En cuanto al proceso de virulencia bacteriano se sabe que el c-di-GMP controla el 
proceso de adherencia al hospedador, la secreción de factores de virulencia, citotoxicidad, 
invasión, resistencia a estrés oxidativo y modulación de la respuesta inmune de la célula 
infectada (Hall & Lee, 2018). Recientemente se ha ligado este segundo mensajero con los 
más importantes sistemas de virulencia, los factores de secreción tipo II, tipo III y tipo VI 
(Moscoso et al., 2011, Roelofs et al., 2015, Trampari et al., 2015), generando la posibilidad 
de que el c-di-GMP regule este proceso de manera global. 
 
Con todo lo explicado, parece claro que el c-di-GMP es capaz de controlar varios 
procesos biológicos a diferentes niveles, incluyendo transcripción, traducción y control 
alostérico. Todo esto hace que las bacterias tengan la habilidad de adaptarse rápidamente 
a condiciones ambientales cambiantes y ajustar su comportamiento sin la necesidad de 
sintetizar proteínas de nuevo (Jenal et al., 2017). 
 
A pesar de haberse cumplido ya 30 años de su descubrimiento y del arduo trabajo 
llevado a cabo por muchos grupos de investigación en todo el mundo, queda aún mucho 
por discernir acerca de la fina regulación del c-di-GMP. De hecho, solo se han descrito 
algunas vías de regulación completas (Römling et al., 2013), siendo común que, en la 
mayoría de los casos, solo se hayan identificado componentes aislados. Además, resulta 
complicado conocer cuáles son las señales ambientales o celulares que afectan a estos 
circuitos y como afectan a la distribución espacio-temporal o en gradiente del c-di-GMP 
intracelular, a la flexibilidad conformacional de la propia molécula o a las interacciones entre 
proteínas implicadas en la regulación de sus niveles celulares (Krasteva et al., 2012, 
Dahlstrom et al., 2018).También es difícil estudiar la interacción que pueda existir con otros 
sistemas de regulación en los que intervienen otros segundos mensajeros nucleotídicos 
como el c-di-AMP, que promete tener similitud en complejidad de regulación con el c-di-
GMP (Jenal et al., 2017), así como con otros reguladores globales o con el proceso de QS 
bacteriano, todos ellos con un papel esencial en la respuesta y adaptación a cambios 
ambientales (Galperin, 2004, Pesavento & Hengge, 2009, Kalia et al., 2014). Un reciente 
trabajo publicado por el grupo de Hengge identifica un nuevo modelo de señalización a nivel 
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local del c-di-GMP. En él, una única PDE, PdeH, es capaz de suprimir la acción de numerosas 
DGCs al eliminar el c-di-GMP acumulado en una zona celular, de manera que gracias a estos 
módulos de interacción de DGCs y PDEs la célula realizará una función u otra (Sarenko et al., 
2017). 
 
El genoma de P. fluorescens F113 contiene genes que codifican más de 30 proteínas 
con dominios GGDEF, EAL, HD-GYP, PilZ y HDOD. Ha sido demostrada la implicación de 
algunas de ellas en los mecanismos de transducción de señal que regulan el movimiento, 
como son SadC, WspR, BifA y SadB (Navazo et al., 2009, Martinez-Granero et al., 2012). 
Mutantes en los genes sadB y wspR, codificantes para proteínas con dominio HDOD y DGC, 
respectivamente, se caracterizan por ser hipermóviles en comparación con la estirpe 
silvestre (Navazo et al., 2009). Así mismo, dichos mutantes están enormemente afectados 
en la formación de biopelículas (Barahona et al., 2010). Además, se ha demostrado que la 
regulación de la formación de biopelículas por P. fluorescens F113 es dependiente de la 
actividad contraria de la DGCs SadC y WspR respecto de la PDE BifA que, dependiendo de 
las condiciones ambientales darán lugar a unos niveles de c-di-GMP que finalmente son 
detectados por la proteína de unión a c-di-GMP FlgZ (Martinez-Granero et al., 2014a). FlgZ 
es una proteína con dominio PilZ localizada en un operón relacionado con la síntesis del 
aparato flagelar. Ha sido observado que su localización subcelular varía según la 
concentración del c-di-GMP intracelular. Cuando sus niveles son altos FlgZ se localiza en el 
polo celular mientras en cuando son bajos aparece distribuida de forma difusa por toda la 
célula. Este hecho indica que FlgZ interacciona con el motor flagelar cuando los niveles de 
c-di-GMPc son altos, probablemente para generar cambios en la velocidad de movimiento 
y promoviendo la formación de biopelículas. 
 
 Además, como se detallará en los dos siguientes capítulos de esta Tesis doctoral, se 
han identificado más DGCs y PDEs en P. fluorescens F113 implicadas tanto en movilidad 
como en formación de biopelículas, estando además reguladas por la proteína AmrZ, 
regulador central de la respuesta ambiental en esta cepa, como se explica en el siguiente 
apartado (Muriel et al., 2018). Así como la identificación de proteínas con dominio HDOD y 
posible función de unión al c-di-GMP. 
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4.5. AmrZ como regulador global de respuestas al ambiente 
 
 Como se ha ido viendo a lo largo de esta introducción, los factores implicados en 
una correcta colonización de la rizosfera son muchos, y dependen en la mayoría de los casos 
de la regulación de la respuesta al ambiente en el que se encuentren los microorganismos. 
Parte de esta respuesta está regulada por proteínas reguladoras globales de la respuesta 
ambiental. En la bibliografía podemos encontrar numerosas proteínas reguladoras globales 
de muchos procesos bacterianos, que son normalmente reguladores transcripcionales de 
unión a DNA y suelen clasificarse según el dominio de unión a DNA que presenten o según 
reciban señales externas o internas. Normalmente los genes diana de estos reguladores 
globales son a su vez activadores o represores de otros genes o procesos celulares (Madan 
Babu & Teichmann, 2003). Esta compleja red de regulación coordina el flujo de información 
a nivel intracelular dependiendo de las condiciones ambientales para permitir una respuesta 
acertada, o como dirían en inglés ``from imput signal to outpout responses´´ (Seshasayee et 
al., 2006). Gracias a este mecanismo las células son capaces de adaptarse rápidamente a 
cambios en el ambiente (Balleza et al., 2009). 
 
AmrZ es una proteína reguladora perteneciente a la familia Arc cuyo dominio de 
unión al DNA es un atípico RHH (del inglés Ribbon-Helix-Helix), ya que es capaz tanto de 
reprimir como de activar la transcripción. Está presente en todos los genomas del género 
pseudomonas secuenciados hasta la fecha y se ha descrito como un importante regulador 
global en P. aeruginosa y en P. fluorescens F113 (Jones et al., 2014, Martinez-Granero et al., 
2014b). Fue descrito por primera vez en P. aeruginosa con el nombre de AlgZ debido a su 
papel en la regulación de la síntesis de alginato (Baynham & Wozniak, 1996). También se ha 
identificado como represor del polisacárido Psl (Jones et al., 2013) y como regulador de la 
movilidad en esta cepa, cambiándose su nombre a AmrZ (del inglés, alginate and motility 
regulator) (Baynham et al., 2006, Tart et al., 2006). 
 
La expresión de amrZ es dependiente del factor sigma AlgU (Wozniak et al., 2003), 
el cual es esencial para el control de la respuesta ambiental a través de diferentes 
mecanismos en varias especies de pseudomonas (Schenk et al., 2008, Damron et al., 2009, 
Chand et al., 2012). Además, en P. syringae se ha descrito que AmrZ actúa como un represor 
transcripcional de la producción de celulosa a través también del c-di-GMP (Prada-Ramirez 
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et al., 2016). En P. fluorescens F113 AmrZ regula la movilidad dependiente de flagelo 
mediante la represión del activador transcripcional fleQ (ver figura 1.5). Mutantes en los 
genes amrZ y algU presentan un fenotipo hipermovil como consecuencia de la 
sobreproducción de los componentes flagelares (Martinez-Granero et al., 2012).  
 
La demostración de que AmrZ es un regulador global de las respuestas bacterianas 
a las condiciones ambientales vino determinada por los análisis por ChIP-Seq de AmrZ 
llevados a cabo tanto en P. aeruginosa (Jones et al., 2014) como en P. fluorescens F113 
(Martinez-Granero et al., 2014b) que mostraron que AmrZ estaba implicado en múltiples 
mecanismos de adaptación al ambiente. En estos análisis observaron la unión de esta 
proteína a promotores de genes relacionados con la homeostasis del hierro, la virulencia, el 
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El movimiento dependiente de flagelo es uno de los caracteres más importantes durante 
la colonización de la rizosfera. El objetivo global de este trabajo es analizar la regulación de 
la movilidad de P. fluroescens F113 en respuesta a las condiciones ambientales, que incluye 
el papel del regulador transcripcional AmrZ, el segundo mensajero c-di-GMP y los sistemas 
de quimiotaxis. 
 
1. Analizar el papel de AmrZ en la regulación de los niveles citoplasmáticos del segundo 
mensajero c-di-GMP. 
 
2. Conocer la implicación del c-di-GMP en la biosíntesis del aparato flagelar 
 
 
3. Determinar la funcionalidad de los tres sistemas quimiotácticos de P. fluorescens 
F113 y estudiar su expresión en condiciones limitantes de oxígeno. 
 
 
Las aproximaciones experimentales llevadas a cabo para la realización de estos 
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The transcriptional regulator AmrZ is a global regulatory protein conserved within 
the pseudomonads. AmrZ can act both as a positive and a negative regulator of gene 
expression, controlling many genes implicated in environmental adaption. Regulated traits 
include motility, iron homeostasis, exopolysaccharides production and the ability to form 
biofilms. In Pseudomonas fluorescens F113, an amrZ mutant presents a pleiotropic 
phenotype, showing increased swimming motility, decreased biofilm formation and very 
limited ability for competitive colonization of rhizosphere, its natural habitat. It also shows 
different colony morphology and binding of the dye Congo Red. The amrZ mutant presents 
severely reduced levels of the messenger molecule cyclic-di-GMP (c-di-GMP), which is 
consistent with the motility and biofilm formation phenotypes. Most of the genes encoding 
proteins with diguanylate cyclase (DGCs) or phosphodiesterase (PDEs) domains, implicated 
in c-di-GMP turnover in this bacterium, appear to be regulated by AmrZ. Phenotypic analysis 
of eight mutants in genes shown to be directly regulated by AmrZ and encoding c-di-GMP 
related enzymes, showed that seven of them were altered in motility and/or biofilm 
formation. The results presented here show that in P. fluorescens, AmrZ determines c-di-



















AmrZ is a highly conserved transcriptional regulator within the pseudomonads 
(Martinez-Granero et al., 2014). It was originally identified as a transcriptional activator of 
alginate production in Pseudomonas aeruginosa and named AlgZ (Baynham & Wozniak, 
1996). It was later shown to regulate also twitching motility and the name was changed to 
AmrZ (alginate and motility regulator) (Baynham et al., 2006). Its implication in regulation 
of motility was extended by the finding of AmrZ as a repressor of flagellar synthesis in cystic 
fibrosis mucoid isolates of P. aeruginosa. This repression is exerted through transcriptional 
repression of the master regulator of flagella synthesis fleQ (Tart et al., 2006). Regulation of 
flagella synthesis by AmrZ through repression of fleQ was also observed in the plant-
associated soil microbe P. fluorescens F113 (Martinez-Granero et al., 2012). AmrZ acts 
therefore as an activator and a repressor of the transcription of different genes. ChIP-Seq 
analysis both in P. aeruginosa (Jones et al., 2014) and P. fluorescens (Martinez-Granero et 
al., 2014b) has shown that AmrZ binds to hundreds of regions in both genomes and has been 
considered therefore to be a global regulator. Many of the AmrZ regulated genes are 
implicated in environmental adaption, and besides motility and alginate production, AmrZ 
regulates, among others, genes implicated in iron homeostasis, virulence, signal 
transduction and c-di-GMP production both in P. aeruginosa and P. fluorescens (Martinez-
Granero et al., 2012, Martinez-Granero et al., 2014b, Allsopp et al., 2017). AmrZ has also 
been shown to transcriptionally repress cellulose production, which is c-di-GMP stimulated, 
in P. syringae (Prada-Ramirez et al., 2016). 
 
c-di-GMP is a messenger molecule implicated in bacterial adaption and defines 
bacterial life-styles. In this sense, the cytoplasmic levels of c-di-GMP are involved in the 
transition from sessile to planktonic life-style and, in the case of pathogens from acute to 
chronic infection (Tamayo et al., 2007). c-di-GMP levels are maintained by the opposing 
activity of diguanylate cyclases and phosphodiesterases (Simm et al., 2004). The former are 
proteins with GGDEF domains while the later are proteins containing EAL or HD-GYP 
domains (Ausmees et al., 2001, Tischler & Camilli, 2004, Fouhy et al., 2006). GGDEF and EAL 
domains are often present in the same protein (Guvener & McCarter, 2003). In these cases, 
proteins can either be bi-functional (Phippen et al., 2014) or only one of the domains 
possesses catalytic activity (Wei et al., 2016). Other proteins implicated in c-di-GMP related 




functions contain sensor or receptor domains, such as the PilZ domain (Amikam & Galperin, 
2005), among others. We have previously shown by ChIP-Seq that in P. fluorescens F113, 
fourteen genes encoding proteins that contain GGDEF, EAL or HD-GYP domains are 
predicted to be targets of AmrZ (Martinez-Granero et al., 2014b). 
 
The aim of this work was to investigate the role of AmrZ in the regulation of the 
cytoplasmic levels of c-di-GMP in P. fluorescens F113 and the impact on adaptive traits such 
as motility and biofilm formation. We have used a combination of RNA-Seq and the 
phenotypic analysis of mutants affected in AmrZ and in c-di-GMP related genes, confirmed 
to be regulated by this global transcriptional regulator. 
 
 
Materials and Methods 
 
Bacterial strains, plasmids and mutant construction. 
 
Pseudomonas fluorescens F113 and derivatives were routinely grown in SA medium 
(Scher & Baker, 1982) at 28oC. Purified agar (1.5% w/v) was used for solid medium and 
antibiotics were used for selection as required (rifampicin (Rif), 100 µg/mL; tetracycline 
(Tet), 70 µg/mL; kanamycin (Km), 50 µg/mL; cicloheximide (Clh), 10 µg/mL, gentamicin (Gm), 
3 µg/mL and piperacillin (Pip) 30µg/mL). To induce expression of vector promoters, 
Isopropyl β-D-1-thiogalactopyranoside (IPTG) 0.25 mM was used.  E. coli DH5α was used for 
DNA manipulation and was grown at 37oC in LB medium supplemented with bacteriological 
agar (1.5% w/v) and/or antibiotics when required (ampicillin (Amp), 100 µg/mL; tetracycline 
(Tet), 10 µg/mL; kanamycin (Km), 25 µg/mL; gentamicin (Gm), 10 µg/mL; piperacillin (Pip) 
30µg/mL and chloramphenicol 30 µg/mL). 
 
Mutants were constructed by homologous recombination of internal fragments of 
the targeted gene, cloned into the suicide vectors pK18mobsacB (Schäfer et al., 1994)  or 
pG18mob2 (Kirchner & Tauch, 2003). The constructs were introduced into F113 by 
triparental mating and selected for homologous recombination. Mutant construction is 
detailed in Supplementary Table 2.1. All mutants were checked by PCR and Southern 
blotting. Complementation of mutants was performed by expressing a wild-type copy of the 




gene in expression vectors pVLT31 (de Lorenzo et al., 1993) or pBBRMCS5 (Kovach et al., 
1995) (Supplementary Table 1). 
 
Phenotypic analysis of mutants. 
 
Swimming motility was determined in SA plates supplemented with 0.3% of purified 
agar as described before (Navazo et al., 2009). Swimming halo diameters were determined 
after 24h incubation at 28oC. Experiments were performed in triplicate, with three replicas 
in each experiment. 
 
To examine biofilm formation a modified version of a previously described 
quantification method of Peeters et al. was used (Peeters et al., 2008). Briefly, overnight 
cultures grown in LB medium were adjusted to OD600 at 0.8 into a fresh LB and incubated at 
28ºC for 2 hours in 96-well-microlitre plates. After staining and washing, absorbance of the 
eluted crystal violet was measured at OD590 on a Synergy HT multi-mode microplate reader 
(BioTek, Wilusky, VT, USA). Experiments were repeated three times with 16 technical 
replicas in each assay. 
 
Competitive rhizosphere colonization analysis was performed essentially as 
described in (Little et al., 2016) using alfalfa (Medicago sativa var. Resis) seedlings. P. 
fluorescens KmR was used as a control (Capdevila et al., 2004). Control and tester strains 
were co-inoculated at 1x103 colony-forming units (CFUs) to one-week-old seedlings. After a 
further week, rhizosphere bacteria were recovered by vortexing and dilutions plated on SA 
agar with Rif and Clh. CFU of each strain were distinguished and counted by growth with 
and without antibiotic. Experiments were performed in triplicate and each experiment 
contained eight independent plants. 
 
Congo Red binding and colony morphology was determined on King’s B plates (King 
et al., 1954) supplemented with 0.004% Congo Red. 10 µL drops of an overnight culture 










Fluorescence intensity emitted by F113 and amrZ- strains harbouring the pCdrA::gfpC 
biosensor vector (Rybtke et al., 2012) was visualized with a Leica M165 FC stereomicroscope 
using a GFP filter set (Excitation/Emission 494/518 nm) with different exposure times. 
Pictures were taken with the Leica Application Suite software, with exposure time elapsed 
to 50 milliseconds. 
 
Indirect quantitative detection of c-di-GMP intracellular concentration was 
measured by microplate-based assays of the wt and amrZ- strains harbouring pCdrA::gfpC 
vector. Overnight cultures grown in LB were diluted to OD600 at 0.5 and fluorescence (excited 
at 485/20, emission at 528/20 nm) was measured in a Synergy HT multi-mode microplate 
reader (BioTek, Wilusky, VT, USA) using 96 black-well plates. The experiments were 
conducted in triplicate with 16 technical replicas in each experiment. 
 
Extraction and quantification of c-di-GMP was performed as described in (Pfeilmeier 
et al., 2016). Extraction was performed from 50 mL of LB cultures grown to OD600 of 0.6. 
Pellets were used for protein determination by A280 in a NanoDrop spectrophotometer, after 
solubilization in 200 µL of 0.1M NaOH and heating at 95oC for 15 minutes. Nucleotide 
extracts were subjected to LC-MS as described (Pfeilmeier et al., 2016) and c-di-GMP was 





            For all the tested phenotypes, results were statistically analyzed using GraphPad 
Prism version 7.00 (GraphPad software, La Jolla, California, USA). Data were compared using 
one-way analysis of variance (ANOVA) followed by Tukey´s correction of multiple 









RNA extraction and RNA-Seq analysis. 
 
RNA was extracted from cultures grown in SA medium to exponential (OD600 0.6) 
and stationary phase (OD600 1.2). Three independent cultures per strain and condition were 
mixed prior to RNA extraction.  RNA isolation was performed using TRIzolTM (Invitrogen)-
chloroform followed by an isopropanol precipitation. The obtained RNA was treated with 
DNase (RQ1, Promega) and finally was purified using the RNAclean and ConcentratorTM-5 
column (Zymo Research). rRNA depletion, library construction and sequencing was custom 
performed by Sistemas Genómicos (Paterna, Valencia). Two libraries per sample were 
prepared and sequencing was carried out using Illumina MiSeq paired end, 2x100 bp. 
 
Illumina reads were clipped and trimmed to remove low quality nucleotides as well 
as putative Illumina adapters by using Trimmomatic v 0.35 (Lohse et al., 2012), specifying a 
sliding window of 4 nts with an average phred quality of 20 and 50 nts as minimum read 
length to be conserved. Filtered paired reads were aligned to reference genome P. 
fluorescens F113 (GenBank: NC_016830) with Bowtie v2 (Langmead & Salzberg, 2012). 
Alignment SAM files were sorted and converted to BAM using SAMtools (Li et al., 2009) and 
gene counts were determined by HTSeq (Anders et al., 2015). HTSeq-count tables were used 
to calculate expression levels for each gene using FPKM formula (Mortazavi et al., 2008) and 
statistical significance using DESeq 2 R package (Love et al., 2014). Relative expression values 
were calculated as follows log2 (FPKMAmrZ) - log2(FPKMF113). P. fluorescens F113 genes 
annotated as encoding diguanylate cyclases and phosphodiesterases were selected to 
prepare the heatmap expression figure with pheatmap R package.   
 
Data availability 














AmrZ affects motility, biofilm formation and competitive rhizosphere colonization. 
 
We have previously shown that AmrZ affects motility since an amrZ mutant is 
hypermotile due to enhanced production of flagellar components (Martinez-Granero et al, 
2014b, Tart et al., 2006). As shown in Figure 2.1A, ectopic expression of a wild-type (wt) 
copy of the amrZ gene restores wild-type motility to the mutant strain. When grown in 
King’s B liquid medium under shaking conditions, the amrZ mutant does not form a pellicle 
on the tube surface compared to the pellicle produced by the wild-type strain F113 
(Supplementary Fig.2.1) suggesting a defect in biofilm formation. For this reason, we 
performed an assay to determine attachment to plastic microtiter plates. As shown in Figure 
2.1B, attachment to plastic in microtiter plates is severely reduced in the amrZ mutant when 
compared with the wt. Complementation of the mutant with a plasmid expressing amrZ 
from a constitutive promoter restored attachment to the wild-type levels. Taken together, 
these results show that AmrZ is required for formation of wild-type biofilm levels. We have 
previously shown that hypermotile F113 mutants have increased ability for competitive 
rhizosphere colonization, even when they are defective for biofilm formation (Barahona et 
al., 2010). However, when rhizosphere colonization analyses were performed to compare 
the amrZ mutant with the wild-type strain (Fig. 2.1C), the amrZ mutant was severely 
impaired in rhizosphere competitive colonization, indicating that the function of AmrZ is 
required for fitness in the rhizosphere environment. 
A 






Figure 2.1: AmrZ affects motility, biofilm formation and competitive rhizosphere colonization. 
(A) Swimming motility phenotypes of P. fluorescens F113, its amrZ mutant and complementation 
analysis of the mutant. 24h haloes on SA with 0.3 agar were measured and referred to the control 
strains. Averages and standard deviation of three biological replicas with three technical 
replications are presented. (B) Biofilm formation (attachment) phenotypes of P. fluorescens F113, 
its amrZ mutant and complementation analysis of the mutant. Crystal violet staining the biomass 
attached to the walls of microtiter plates after 2h of incubation was determined at OD590 and 
referred to the control strains. Averages and standard deviations of three biological replicates with 
sixteen technical replications are presented. (C) Competitive rhizosphere colonization of P. 
fluorescens F113 and its amrZ mutant. Bacterial colonies recovered from the rhizosphere after one-
week inoculation were tested for antibiotic resistance to distinguish the control and the tester 
strains and counted. Percentages of tester colonies referred to total colonies are represented in a 
logarithmic scale. Each experiment was repeated three times, with eight plants per experiment. 
Each dot represents results from a single plant. Asterisks represent statistical significance of the 
data: *** p<0.001; **** p<0.0001. 
C




AmrZ regulates exopolysaccharide production and c-di-GMP levels. 
 
Motility and biofilm formation are inversely regulated by the messenger molecule c-
di-GMP. This molecule also regulates exopolysaccharides production. To test whether AmrZ 
affects exopolysaccharide production, the amrZ mutant and the wt strain were grown in 
King’s B medium in the presence of Congo Red, a dye that binds to several 
exopolysaccharides and has been used as an indirect measurement of c-di-GMP production. 
As shown in Figure 2.2A, the two strains showed a different colouring pattern and colony 
morphology in the presence of Congo Red, indicating different exopolysaccharide(s) 
production. To test the cytoplasmic concentration of c-di-GMP, two methods were used. 
First, introduction of the gfp based pCdrA biosensor (Rybtke et al., 2012) in the wt strain 
and the amrZ mutant revealed that c-di-GMP concentration was higher in the wt strain (Fig. 
2.2B). Quantification of fluorescence (Fig. 2.2C) confirmed that the wild-type strain 
contained about five times more c-di-GMP than the amrZ mutant. These results were 
validated by determination of c-di-GMP concentration in both strains through LC-MS (Fig. 
2.2D), showing that c-di-GMP concentration in the wt was 6.4 pmol/mg protein compared 
to the 1.5 pmol/mg protein measured in the amrZ mutant. These results show that c-di-
GMP concentration is 4.2 times higher in the wt, indicating that AmrZ is a major determinant 










Figure 2.2: AmrZ regulates exopolysaccharide production and c-di-GMP levels. (A) Morphology of 
colonies of P. fluorescens F113 and its amrZ mutant after 48h growth in King’s B medium in the 
presence of Congo Red. (B) Streaks on LB medium of P. fluorescens F113 and its amrZ mutant 
harboring a plasmid with the gfp based pCdrA biosensor for c-di-GMP. Pictures were taken with a 
Leika binocular microscope, using a GFP filter set. Exposition time was 50 milliseconds. (C) 
Quantification of fluorescence emitted by P. fluorescens F113pCdrA and its amrZ mutant harboring 
pCdrA. Averages and standard deviations of three independent experiments with sixteen technical 
replicas each are presented. (D) c-di-GMP quantification by LC-MS in P. fluorescens F113 and its 
amrZ mutant. Averages and standard deviation of five analyzed extracts per strain are presented. 
Asteriks represent statistical significance of the data: ****p<0.0001. 




AmrZ transcriptionally regulates a large number of genes implicated in c-di-GMP turnover. 
 
We have previously shown that AmrZ binds to the promoter region of 14 genes 
implicated in c-di-GMP turnover (Martinez-Granero et al., 2014b) (Table 2.1), which are 
therefore strong candidates to be directly regulated by AmrZ. We used an RNA-Seq 
approach to determine the influence of AmrZ in the expression of all the c-di-GMP turn-over 
related genes encoded in the F113 genome. Expression data showed the effects of AmrZ on 
the regulation of c-di-GMP genes. This regulation was especially evident during stationary 
phase, as shown in Figure.2.3. During this phase, the expression of most of the c-di-GMP 
genes is affected by the lack of the amrZ gene. Out of the affected genes, five were shown 
to be repressed by AmrZ, since they showed higher expression in the amrZ mutant than in 
the wild-type strain. Conversely, twenty-five c-di-GMP related genes were shown to be 
positively regulated by AmrZ, since their expression was lower in the amrZ mutant than in 
the wild-type. These results show that the expression of more than 65% of the c-di-GMP 
genes encoded in the F113 genome is affected by AmrZ, which acts mostly as a 
transcriptional activator for these genes. Furthermore, eight of the genes that were 
predicted as putative direct targets of AmrZ (Martinez-Granero et al., 2014b), were indeed 
shown to be regulated by this protein (p<0.003), seven of them positively and one of them 
negatively. Complete results for all the c-di-GMP genes (fold activation/repression, p and q 
values) are shown in Supplementary Table 2.1. 
 
Locus Name or homologue c-di-GMP relates domains Reference 
PSF113_0499 dipA (PA5017) GGDEF & EAL (Roy et al., 2012) 
PSF113_0661 gcbA (Pfl01_0623) GGDEF (Newell et al., 2011) 
PSF113_0715 yfiN (PA1120) GGDEF (Malone et al., 2010) 
PSF113_1982 adrA (PFL_4532) GGDEF (Paulsen et al., 2005) 
PSF113_2333 mucR (PA1727) GGDEF (Hay et al., 2009) 
PSF113_3553 PA4108 HD-GYP - 
PSF113_4023 PFL_1902 GGDEF & EAL (Paulsen et al., 2005) 
PSF113_4038 gcbB (Pfl01_1790) GGDEF (Newell et al., 2011) 
PSF113_4360 Pfl01_1678 GGDEF & EAL (Newell et al., 2011) 
PSF113_4681 Pfl01_4551 GGDEF & EAL (Newell et al., 2011) 
PSF113_4776 gcbC (Pfl01_4666) GGDEF (Newell et al., 2011) 
PSF113_4827 - GGDEF - 
PSF113_5064 morA (PA4601) GGDEF & EAL (Choy et al., 2004) 
PSF113_5392 PFL_5686 GGDEF (Paulsen et al., 2005) 
Table 2.1: c-di-GMP related genes identifies as putative AmrZ binding targets. 





Figure 2.3: AmrZ transcriptionally regulates a large number of genes implicated in c-di-GMP 
turnover. Heatmap showing the differential expression of all the P. fluorescens F113 genes encoding 
enzymes involved in c-di-GMP turnover, in the wild-type strain and the amrZ mutant, in stationary 
phase. The heatmap was constructed based on FPKM values obtained by RNA-Seq data. The four 
different colors of the gene legends, depend on the protein domains: blue, GGDEF; orange, EAL; green, 
GGDEF and EAL; red, HD-GYP. The color scale represents the log base 2 of fold change of each gene 
relative to the wild-type: green, genes repressed by AmrZ, red-orange, genes upregulated by AmrZ; 
yellow, no AmrZ regulation. Log2 fold change values and p and q values for each gene are provided in 
Supplementary Table 2.1. *, AmrZ binding site in gene promoter; **, AmrZ binding site in gene 
promoter and expression modified in amrZ mutant (p < 0.003). 




Most of the c-di-GMP related genes directly regulated by AmrZ are involved in motility and/or 
biofilm formation. 
 
In order to determine roles for the AmrZ-regulated c-di-GMP genes in motility and 
biofilm formation, we constructed mutants in the eight c-di-GMP genes that were predicted 
to be AmrZ binding-targets by ChIP-Seq( Martinez-Granero et al., 2014b) and also showed 
regulation by AmrZ by RNA-Seq. All the mutants were tested for swimming motility (Fig. 
2.4A) and biofilm formation (Fig. 2.4B). Seven out of the eight mutants showed a motility 
and/or biofilm formation phenotype compared to wt F113. The mutant affected in the 
PSF113_ 4038 gene (gcbB), did not show any significant phenotype. Only three of the 
mutants, those affected in genes PSF113_0499 (dipA), PSF113_0661 (gcbA) and 
PSF113_1982 (adrA) had a swimming motility phenotype, all of them showing increased  
motility. Six of the mutants had a significant biofilm formation phenotype: two of them 
increased biofilm formation and four of them showed a significant reduction in biofilm 
formation. Two of the mutants affected in motility, dipA- and adrA- were also affected in 
biofilm formation, showing increased motility and reduced biofilm formation phenotypes. 
The swimming motility phenotypes of gcbA and adrA mutants and the biofilm formation 
phenotype of the adrA mutant were complemented by expressing a wild-type copy of the 
respective gene under a constitutive promoter on a plasmid (Supplementary Fig. 2.2). 








Figure 2.4: Most of the c-di-GMP related genes that are directly regulated by AmrZ are involved in 
motility and/or biofilm formation. (A) Relative swimming motility phenotype of P. fluorescens F113 and 
its eight mutants affected in the indicated gene (ORF number in www.pseudomonas.com) (Winsor et 
al., 2016). (B) Relative biofilm formation (attachment) phenotype of the same strains above. 










AmrZ has been shown to be a global regulator in Pseudomonas fluorescens 
(Martinez-Granero et al., 2014) and P. aeruginosa (Jones et al., 2014). This global role leads 
to pleiotropic phenotypes of mutants lacking this regulator. As shown in Fig.2.1, the F113 
amrZ mutant is affected in motility and biofilm formation, being hypermotile and defective 
in biofilm formation. Although the hypermotility phenotype is also present in the P. 
aeruginosa mutant, the biofilm formation phenotypes are opposed: defective in P. 
fluorescens and enhanced in P. aeruginosa. The hyperbiofilm formation in the P. aeruginosa 
mutant was originally attributed to the overproduction of the psl exopolysaccharide (Jones 
et al., 2013), not produced by F113, but was later related also to c-di-GMP levels (Jones et 
al., 2014). An interesting phenotype of the F113 amrZ mutant is its compromised ability to 
competitively colonize the rhizosphere. F113 hypermotile mutants described earlier were 
hypercompetitive for rhizosphere colonization (Martinez-Granero et al., 2006), 
independently of their ability to form biofilms (Barahona et al., 2010). In turn, the 
rhizosphere colonization phenotype of the hypermotile amrZ mutant is similar to those 
mutants that have lost motility (Capdevila et al., 2004) or chemotaxis (Muriel et al., 2015). 
These results indicate that factors besides motility and biofilm formation are affected in the 
amrZ mutant and that these factors are important for the fitness of P. fluorescens in the 
rhizosphere environment. It is interesting to note that the P. aeruginosa amrZ mutant is less 
virulent than the wild-type strain in a murine system and that this lack of virulence is 
associated to reduced-lung colonization ability after intranasal inoculation (Waligora et al., 
2010). Considering the overlap of the AmrZ regulon in both strains (Jones et al., 2014, 
Martinez-Granero et al., 2014b) it is likely that AmrZ plays a similar role in niche adaption in 
the rhizosphere and the lung. 
 
Attachment and biofilm formation defects in pseudomonads are associated to 
defects in exopolysaccharides production and low levels of c-di-GMP. The F113 amrZ mutant 
forms reduced amounts of biofilm when grown in glass tubes and shows reduced 
attachment to plastic in microtiter plate assays. In order to test for differences in 
exopolysaccharides production, a Congo Red binding-assay was used. Congo Red binds to 
different extracellular components including several polysaccharides such as cellulose and 
to amyloid proteins (Reichhardt et al., 2016, Jones & Wozniak, 2017). The results presented 




here, show a different colony morphology and coloring pattern for the wild-type strain and 
the amrZ mutant, indicating alterations in cellular envelopes. However, since the F113 
genome does not encode genes for cellulose, pel or psl synthesis, the exopolysaccharides 
produced by P. aeruginosa and implicated in biofilm formation, the differences observed in 
F113 should be due to differences in the production of other polysaccharides or other 
extracellular components. Regarding c-di-GMP levels, the results presented here show that 
the F113 mutant has severely reduced levels of cytoplasmic c-di-GMP, as revealed by two 
independent methods: a fluorescent biosensor and direct measurements by LC-MS. These 
findings fit well with the paradigmatic role of c-di-GMP in determining bacterial life-style, 
since low levels of c-di-GMP are related to high motility and reduced biofilm formation, 
supporting a planktonic rather than sessile life-style (Tamayo et al., 2007). However, the 
phenotypes of c-di-GMP levels in the F113 amrZ mutant and the P. aeruginosa mutant are 
opposed, since the P. aeruginosa amrZ mutant contains more than two fold more c-di-GMP 
than the wild-type (Jones et al., 2014). In the case of P. aeruginosa, these c-di-GMP levels 
are in concordance with the hyperbiofilm formation phenotype of the amrZ mutant. On the 
contrary, the high levels of c-di-GMP do not explain the hypermotility phenotype of the 
mutant. This apparent contradiction might be explained by the direct transcriptional 
repression of motility genes by AmrZ, observed both in P. aeruginosa (Jones et al., 2014) 
and P. fluorescens F113 (Martinez-Granero et al., 2014, Barahona et al., 2016). AmrZ is 
therefore a major determinant of c-di-GMP levels in P. fluorescens and P. aeruginosa.  
 
We have shown here that in F113, AmrZ influences the transcription of a majority of 
the genes encoding enzymes implicated in c-di-GMP turnover. Regulation of c-di-GMP 
related genes by AmrZ in this strain is mostly transcriptional activation, although five genes, 
two of them encoding GGDEF proteins and the other three GGDEF-EAL proteins, seem to be 
repressed by AmrZ. Among the twenty-five genes transcriptionally activated by AmrZ, 
thirteen encode GGDEF, eight GGDEF-EAL, three EAL and one HD-GYP proteins. These 
results show that in F113, c-di-GMP levels are controlled by AmrZ in a complex regulatory 
network and that the low levels of c-di-GMP observed in the amrZ mutant are the result of 
a balance between activation and repression of a large number of genes encoding DGCs and 
PDEs. These findings contrast with those in P. aeruginosa where most of the high c-di-GMP 
level was attributed to the repression of a single gene encoding a DGC (Jones et al., 2014). 
Regarding the fourteen c-di-GMP related genes previously identified as putative targets of 




AmrZ by ChIP-Seq (Martinez-Granero et al., 2014b), RNA-Seq has confirmed the regulation 
by AmrZ of eight of them. Six of them showed expression levels that were more than two 
fold higher than in the wild-type strain indicating that activation was the general trend. 
Conversely, only one (dipA) was shown to be repressed by AmrZ. For three of the genes 
identified by ChIP-Seq but not appearing as regulated in the RNA-Seq experiment, very low 
expression, around the limit of detection was observed under the experimental conditions 
tested. Phenotypic analysis of the eight mutants affected in genes confirmed to be directly 
regulated by AmrZ, has implicated most of them in biofilm formation, while only three were 
affected in motility. Two out of these three were affected both in motility and biofilm 
formation. These results are very similar to those observed in a systematic analysis of the 
phenotypes of 30 putative DGCs encoded in the P. fluorescens Pf-01 genome (Newell et al., 
2011), indicating that different c-di-GMP pools, generated and degraded by different 
enzymes, impact on different pathways for motility and biofilm formation. It is interesting 
to note that one of these genes did not show any significant role in motility or biofilm 
formation, at least under our experimental conditions, suggesting that it might be 
implicated in the regulation of other traits. 
 
We have also found a correlation between motility and biofilm phenotypes and the 
domains present in the encoded proteins: All of the predicted DGCs (increasing motility 
and/or decreasing biofilm formation in the mutants), contained a GGDEF motif. Similar 
results were found with respect to PDEs, since all contained an EAL or HD-GYP motif. On the 
other hand, phenotypic typing of PSF113_0499, indicates that this gene encodes a DGC. 
However, this gene is an orthologue of dipA, a gene that has been shown to encode a PDE 
in P. aeruginosa (Roy et al., 2012) and possesses a highly degenerated GGDEF motif, unlikely 
to be catalytic. It is important to remark that we were unable to complement either the 
biofilm or the motility phenotypes of this mutant with a wild-type copy of the gene, 
indicating an indirect or gene-copy dependent regulation of these traits by this gene. In P. 
aeruginosa two c-di-GMP related genes have also been shown as targets of AmrZ (Jones et 
al., 2014). One of these genes, encoding the DGC AdcA (also named GcbA) is an orthologue 
of the AmrZ regulated PSF113_0661. However, while this gene is AmrZ-repressed in P. 
aeruginosa, it is AmrZ-activated in F113. It is interesting to note that not only genes 
encoding c-di-GMP enzymes, but also genes encoding sensors or receptors for this molecule 
such as the PilZ protein FlgZ (Martinez-Granero et al., 2014a) and its P. aeruginosa 




orthologue are also predicted targets of AmrZ, both in P. fluorescens (Martinez-Granero et 
al., 2014) and in P. aeruginosa (Jones et al., 2014), suggesting that c-di-GMP sensing is also 




AmrZ is a global regulator required for niche adaption in Pseudomonas fluorescens 
and P. aeruginosa. An important part of AmrZ activity is to modulate the intracellular levels 
of c-di-GMP, which in turn regulates swimming motility and biofilm formation, among other 
adaptive traits. While in P. aeruginosa AmrZ contributes to a lowering in c-di-GMP levels, in 
P. fluorescens AmrZ increases the levels of the messenger molecule.  Taken together, the 
results presented here show that although AmrZ is a major determinant of c-di-GMP levels 
by regulating the expression of genes encoding DGCs and PDEs in P. fluorescens F113 and P. 
aeruginosa PAO1, regulation is very different in both strains. While in PAO1 only one gene 
encoding a DGC and one encoding a PDE are transcriptionally repressed, in F113 c-di-GMP 
levels are the consequence of activation and repression of a complex network of genes 
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Figure S2.1: Biofilms formation on glass tubes. 
A 
B 
Figure S2.2: Phenotype complementation analysis of the mutants. (A) Swimming motility 
phenotypesof P. fluorescens F113, PSF113_0499, PSF113_0661 and PSF113_1982 mutants and 
complementation analysis of each mutant. (B) Biofilm formation (attachment) phenotypes of P. 
fluorescens F113, PSF113_0499 and PSF113_1982 mutants and complementation analysis of each 
mutant. Experiments and replicas were performed as in Fig.2. 1. Asterisks represent statistical 
significance of the data: **** p<0.0001. 




Table S2.1: Bacterial strains and plasmids used in this study. 
Strains Description Reference 
P. fluorescens   
F113 P. fluorescens F113 wild type, RifR (Shanahan et al., 1992) 
amrZ- F113amrZ -, RifR KmR (Martinez-Granero et al., 2012) 
PSF113_0499 F1130049-, RifR KmR This work 
PSF113_0661 F1130661-, RifR KmR This work 
PSF113_0715 F1130715-, RifR KmR This work 
PSF113_1982 F1131982-, RifR KmR This work 
PSF113_3553 F1133553-, RifR KmR This work 
PSF113_4038 F1134038-, RifR KmR This work 
PSF113_4681 F1134681-, RifR KmR This work 
PSF113_4827 F1134827-, RifR KmR This work 
E. coli   
DH5α E. coli cloning strain: Φ80lacZΔM15, Δ(lacZYA-argF), 
U169, recA1, endA1, hsdR17 (rK,mK+), phoA, supE44-
λ–thi-1,gyrA96, relA1  
Gibco-BRL 
Plasmids   
pCR2.1 TOPO  Cloning vector, KmR Life Technologies  
pK18mobsacB  Suicide vector for allelic exchange; pUC18 derivative 
lacZ mob site sacB, KmR 
(Schäfer et al., 1994) 
  
pG18 mob2 Suicide vector sacB, GnR (Kirchner & Tauch, 2003) 
pVLT31  IPTG-inducible expression vector, TetR (de Lorenzo et al., 1993) 
pBBR1MCS-5 Replicative plasmid with lacZ promoter for 
overexpression, GnR 
(Kovach et al., 1995) 
pRK600 Helper vector CmR (Finan et al., 1986) 
pBG1759 pVLT31 containing the amrZ gene (pamrZ), TetR This work 
pBG2059 pK18mobsacB derivative with a 500 bp Salɪ-Sphɪ 
fragment of F1130499 gene, KmR 
This work 
pBG2081 pK18mobsacB derivative with a 690 bp EcoRɪ 
fragment of F1130661 gene, KmR 
This work 
pBG2092 pK18mobsacB derivative with a 500 bp EcoRɪ 
fragment of F1130715 gene, KmR 
This work 
pBG2101 pK18mobsacB derivative with a 518 bp EcoRɪ fragment 
of F1131982 gene, KmR 
This work 
pBG2099 pK18mobsacB derivative with a 675 bp EcoRɪ fragment 
of F1133553 gene, KmR 
This work 
pBG2086 pK18mobsacB derivative with a 672 bp EcoRɪ 
fragment of F1134038 gene, KmR 
This work 
pBG2090 pK18mobsacB derivative with a 1200 bp EcoRɪ 
fragment of F1134681 gene, KmR 
This work 
pBG2027 pG18mob2 derivative with a 700 bp EcoRɪ fragment 
of F1134827 gene, KmR 
This work 
pBG2065 pBBRMCS-5 with 0499 gene cloned at Hindɪɪɪ/Xbaɪ 
site, GnR 
This work 
pBG2135 pBBRMCS-5 with 0661 gene cloned at Hindɪɪɪ/Xbaɪ 
site, GnR 
This work 











Domain Locus log2FC p-value q-value 
EAL PSF113_0044 -1.852801854 4.514E-51 5.10767E-50 
EAL PSF113_3487 -0.906837059 3.42484E-10 1.33594E-09 
EAL PSF113_2319 -0.721411243 1.10679E-08 3.94189E-08 
GGDEF & EAL PSF113_4681 -1.793986383 0 0 
GGDEF & EAL PSF113_2516 -1.370520403 7.1204E-235 3.5395E-233 
GGDEF & EAL PSF113_5478 -0.89854943 2.7552E-96 5.39536E-95 
GGDEF & EAL PSF113_1902 -0.831517375 7.36236E-45 7.45984E-44 
GGDEF & EAL PSF113_3576 -0.684428407 2.87732E-54 3.4152E-53 
GGDEF & EAL PSF113_5372 -0.681158131 6.761E-49 7.36366E-48 
GGDEF & EAL PSF113_0206 -0.66618906 4.81523E-10 1.86454E-09 
GGDEF & EAL PSF113_1628 -0.629662824 1.9859E-65 2.79661E-64 
GGDEF & EAL PSF113_4682 -0.390844676 2.07592E-25 1.38142E-24 
GGDEF & EAL PSF113_5064 -0.047522371 0.518449564 0.627926419 
GGDEF & EAL PSF113_5854 -0.047262242 0.700614696 0.781956452 
GGDEF & EAL PSF113_1323 -0.025626022 0.636232474 0.731001199 
GGDEF & EAL PSF113_4023 0.105646332 0.106127516 0.169291727 
GGDEF & EAL PSF113_4360 0.107343568 0.68059559 0.766823702 
GGDEF & EAL PSF113_2333 0.110695086 0.444282901 0.560874615 
GGDEF & EAL PSF113_0181 0.142150889 0.118124501 0.185930202 
GGDEF & EAL PSF113_0499 0.538604403 6.90144E-16 3.41316E-15 
GGDEF & EAL PSF113_5738 0.747956746 6.70964E-10 2.5809E-09 
GGDEF & EAL PSF113_3703 1.43989134 2.6272E-32 2.04549E-31 
GGGDEF PSF113_4827 -1.698102576 8.354E-137 2.2704E-135 
GGGDEF PSF113_0661 -1.52776552 1.872E-89 3.42375E-88 
GGGDEF PSF113_1982 -1.515026842 4.41271E-54 5.20575E-53 
GGGDEF PSF113_1376 -1.44544019 3.7312E-75 5.89693E-74 
GGGDEF PSF113_2514 -1.388611892 5.13796E-72 7.88454E-71 
GGGDEF PSF113_0986 -1.189448679 0.262071851 N.A. 
GGGDEF PSF113_4038 -1.171864704 2.7733E-39 2.49683E-38 
GGGDEF PSF113_1391 -1.066982072 1.37202E-11 5.74077E-11 
GGGDEF PSF113_3939 -1.041108731 8.7103E-19 4.76567E-18 
GGGDEF PSF113_2438 -0.784777602 8.24607E-23 5.10204E-22 
GGGDEF PSF113_4657 -0.680393512 7.19976E-08 2.44162E-07 
GGGDEF PSF113_1630 -0.667439514 6.87376E-72 1.05205E-70 
GGGDEF PSF113_2827 -0.489219108 0.585035853 N.A. 
GGGDEF PSF113_0715 -0.486246402 0.003245028 0.007031701 
GGGDEF PSF113_1090 -0.17408767 0.080885229 0.133303625 
GGGDEF PSF113_0017 -0.148219873 0.186396758 0.274312637 
GGGDEF PSF113_0042 -0.082923382 0.432304489 0.548610715 
GGGDEF PSF113_4776 0.251289838 0.001757575 0.003952844 
GGGDEF PSF113_3796 0.26475815 0.006274119 0.012948998 
GGGDEF PSF113_5392 0.397196264 0.031163349 0.056480535 
GGGDEF PSF113_0179 1.266635792 1.8496E-110 3.999E-109 
GGGDEF PSF113_2525 1.430122104 1.4973E-42 1.44656E-41 
HD-GYP , HDOD PSF113_3553 -1.601093608 2.82826E-23 1.77063E-22 
Table S2.2. AmrZ transcriptional regulation of genes implicated in c-di-GMP turnover. Log2 
Fold change of amrZ mutant expression against F113 wild-type in all genes with diguanylate 
cyclases and/or phosphodiesterase domains. Statistical significance is shown by p and q values. 
N.A.: Not Available 
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c-di-GMP is involved in flagellum 
















Flagellum mediated motility is an essential trait for rhizosphere colonization by 
pseudomonads. Flagella synthesis is a complex process, energetically expensive that is 
tightly regulated. The regulatory cascade starts with the master regulatory protein FleQ 
which is in turn regulated by environmental signals through the Gac and SadB pathways, 
which converge in AlgU. This sigma factor is required for the expression of amrZ, encoding 
a FleQ repressor. AmrZ itself has been shown to modulate c-di-GMP levels through the 
control of many genes encoding enzymes implicated in c-di-GMP turnover. This cyclic 
nucleotide has been shown to regulate flagellar function and two proteins participating in 
the flagellar synthesis signaling pathway, SadB and FleQ have been shown to bind it. Here 
we show that at least two diguanylate cyclases (DGCs) regulated by AmrZ (GcbA and AdrA) 
and two novel HDOD proteins (HdmA and HdmB) participate in this signaling pathway. 
Epistasis analysis has shown that GcbA acts downstream of SadB, but AdrA acts upstream, 
linking SadB with environmental signaling. HdmA and HdmB are motility activators and 
HdmA acts directly on flagellar synthesis, since its mutant shows a high reduction in the 
expression of fliC, which encodes flagellin. According to genetic and biochemical analysis, 
both, HdmA and HdmB act downstream of GacA and SadB and could be sensing c-di-GMP 










The pseudomonads are motile bacteria able to swim and swarm by means of polar 
flagella. The flagella are also used in the initial attachment to bacteria to surfaces (Deflaun 
et al., 1994), and are therefore important for biofilm formation (O'Toole & Kolter, 1998). 
Flagellar motility is an important trait for rhizosphere colonization (de Weert et al., 2002, 
Capdevila et al., 2004, Muriel et al., 2015). In the biocontrol bacteria Pseudomonas 
fluorescens F113 it has been shown that hypermotile variants arise during rhizosphere 
colonization (Martinez-Granero et al., 2006) and that this trait is more important than the 
ability to form biofilms for the competitive colonization of the rhizosphere (Barahona et al., 
2010).  
Biosynthesis of the flagellar apparatus is an expensive process that requires the 
expression of many genes and therefore, is tightly regulated. A regulatory cascade initiated 
by the master regulator FleQ and the sigma factor FliA results in the ordered production and 
assemblage of the flagellar components resulting in a functional flagellum (Arora et al., 
1997, Dasgupta et al., 2003). However, the initiation of this regulatory cascade, is also 
regulated by environmental cues and yet unknown signals. We have previously shown that 
in P. fluorescens F113 two signal transduction pathways, one initiated by the SadB protein 
and other by the GacA/GacS two component system converge in the production of the AlgU 
sigma factor (Martinez-Granero et al., 2012). This sigma factor is required for the expression 
of the amrZ gene, which encodes a global and bifunctional transcriptional regulator, 
implicated in the expression of hundreds of genes both in P. fluorescens F113 (Martinez-
Granero et al., 2014b) and Pseudomonas aeruginosa (Jones et al., 2014). AmrZ is a strong 
transcriptional repressor of the gene encoding the flagellar master regulator FleQ in both 
strains (Tart et al., 2006, Martinez-Granero et al., 2012). 
Bis-(3´-5´)-cyclic dimeric guanosine monophosphate (c-di-GMP) is also an important 
player in processes related to motility and biofilm formation (Hengge, 2009). Low c-di-GMP 
levels are associated with high motility and a planktonic life-style, while high levels are 
associated with the production of exopolyssacharides and biofilm formation and therefore, 
with a sessile life-style (Simm et al., 2004). The levels of c-di-GMP are the result of the action 
of two enzymes, diguanylate cyclases (DGCs) and phosphodiesterases (PDEs), which carry 
out the synthesis and degradation of this molecule, respectively (Tal et al., 1998). DGCs are 




proteins that contain GGDEF domains (Ausmees et al., 2001), while PDEs either contain EAL 
(Simm et al., 2004) or HD-GYP (Aravind & Koonin, 1998) domains.  
c-di-GMP has been implicated in flagellar function in pseudomonads and other 
bacteria, including the energization of the apparatus through the FliI ATPase (Trampari et 
al., 2015), controlling the rotation speed (Martinez-Granero et al., 2014a, Baker et al., 2016) 
and the reversal frequency (Petrova et al., 2014). However, the implication of c-di-GMP in 
flagellar synthesis has been less investigated. We have recently shown that AmrZ is a major 
determinant of c-di-GMP levels in P. fluorescens F113 by controlling the transcription of 
multiple genes encoding DGCs, PDEs and c-di-GMP sensing proteins (Muriel et al., 2018). 
Other two proteins implicated in flagellar synthesis, SadB (Trampari, 2016) and FleQ 
(Hickman & Harwood, 2008) have been shown to bind c-di-GMP. The specific role of c-di-
GMP upon its binding to SadB is unknown but binding of this cyclic nucleotide to FleQ 
represses flagella synthesis (Baraquet & Harwood, 2013). The aim of this work is to 
investigate possible roles of c-di-GMP in the biogenesis of the flagellar apparatus, as well as 
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Material and Methods 
Strains and growth conditions 
Bacterial strains and plasmids used in this study are listed in Supplementary table 
3.1. P. fluorescens F113 and derivatives were grown in SA medium (Scher & Baker, 1982) or 
LB medium (Bertani, 1951) at 28ºC. E. coli strains were grown in LB medium at 37ºC or 28ºC 
for protein overexpression. When required, the media were supplemented with 
bacteriogical agar (1.5%) and/or antibiotics. In the case of pseudomonas strains: Rifampicin 
(Rif), 100 µg/mL; Tetracycline (Tet), 70 µg/mL; Kanamycin (Km), 50 µg/mL; Gentamicin (Gm), 
3 µg/mL and Spectinomycin (Spc), 100 µg/mL. For E. coli strains the antibiotic concentrations 
were: Kanamycin (Km), 25 µg/mL; Tetracycline (Tet), 10 µg/mL; Gentamicin (Gm), 10 µg/mL 
and. Ampicillin (Amp), 100 µg/mL. For induction with pETNdeM-11, β-D-
thiogalactopyranoside (IPTG) was added to a final concentration of 1mM. 
Molecular procedures 
Routine molecular methods, including plasmid DNA extraction, cloning, restriction 
digests, electrophoresis, purification of DNA fragments and sequencing were performed in 
accordance with standards procedures. 
Mutants were obtained either by Tn5 mutagenesis using pCAM140 vector (Wilson 
et al., 1995) or by homologous recombination of an amplified internal fragment of the gene, 
cloned into the suicide vectors pK18mobsacB (Schafer et al., 1994), pG18mob2 (Kirchner & 
Tauch, 2003) or pCR2.1 TOPO cloning (Life Technologies). Plasmids were mobilized into F113 
by electroporation. Further information about mutant’s construction is shown in 
Supplementary Table 3.1. All mutants were checked by PCR and by Southern blotting. 
Complementation of mutants and overexpression of genes was performed by expressing a 
wild-type copy of the gene in expression vectors pBBR1MCS.5 and pME6032(Supplementary 
Table 3.1). 
Total RNA was extracted from P. fluorescens F113 and derivatives, grown in LB 
medium at exponential OD (OD600=0.8), following the instructions included in SV Total RNA 
Isolation System (Promega). The concentration and quality of RNA was determined using 
Nanodrop spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific). RNA integrity was confirmed in 0.8 




% (w/v) agarose gels. In addition, genomic DNA contamination in the samples was analysed 
by PCR. Complementary DNA (cDNA) synthesis by reverse transcription (RT-PCR) was 
performed using Superscript IV Reverse Transcriptase (Invitrogen) from 1 µg of extracted 
RNA. q-RT-PCR analysis, with 1 µl of cDNA synthesized, were carried out in triplicate for each 
gene using FastStart Universal SYBR Green Master Rox (Roche). Gene expression was 
normalized to the level of the endogenous housekeeping gene 16S rRNA and normalized to 




Swimming motility assays were determined in SA (for P. fluorescens) or LB (for E. 
coli) plates containing 0.3% purified agar as described before (Navazo et al., 2009). To induce 
expression of vector promoters, IPTG at 0.25 mM was used. Swimming haloes diameters 
were measured after 24 hours of incubation at 28ºC. Every assay was performed at least 
three times with three replicates in each experiment. 
 
Biofilm formation assays were performed by a modified version of a previously 
described quantification method (Peeters et al., 2008). Briefly, overnight cultures grown in 
LB medium were adjusted to OD600 at 0.8 into a fresh LB and incubated at 28ºC for 2 hours 
in 96-well-microlitre plates. After Crystal Violet staining and washing, absorbance of the 
eluted crystal violet was measured at OD590 on a Synergy HT multi-mode microplate reader 
(BioTek, Wilusky, VT, USA). Experiments were repeated three times with 16 technical 
replicas in each assay. 
Protein purification 
To produce recombinant proteins, E. coli BL21 (DE3) strains carrying the cloned gene 
fused to the His-tag in the pETNdeM-11 vector (Little et al., 2011) were used (Supplementary 
table 3.1). For the overexpression, preinocula were grown in 5 ml of LB cultures at 37°C 
overnight (O/N) and after were inoculate into 50 ml of LB medium in a 1:50 ratio. The 
overexpression cultures were then grown at 28°C to an OD600 of 0.6 before protein 
expression was induced with 1 mM IPTG for 3h at 28°C. Cells were collected by 
centrifugation at 7000 rpm for 10 minutes and resuspended in binding buffer (20mM HEPES, 
250mM NaCl, 10mM MgCl2, 2.5% glycerol, pH 6.8). Resuspension pellets were stored frozen 
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until required. Cells were then lysed by sonication on ice, and the soluble protein fraction 
was recovered by centrifugation at 19000 rpm for 30 minutes and 4ºC.  
His6-tagged proteins were purified by NTA-Ni chromatography, in 1 ml nickel-charge 
HisTrap chelating HP columns (GE Healthcare). For the purifications, an AKTA Fast Protein 
Liquid Chromatography (FPLC) system was used (AKTA pure chromatography system, GE 
Healthcare, Life Sciences). The columns were equilibrated and extensively washed with 10 
volumes of binding buffer. The absorbed proteins were eluted by adding a linear gradient 
of imidazole up to 1M in the binding buffer. The purity of the proteins was checked by SDS-
PAGE analysis gels stained with InstanBlue (Expedeon) for 1 hour with shaking. Gels were 
destained with water O/N. His6-tagged proteins were quantified using the Bradford method 
(Bradford, 1976). 
Differential Radial Capillary of Ligand Assay (DRaCALA) 
The method was performed by a modified version as described Roelofs (Roelofs et 
al., 2011). 2´-Fluo-AHC-c-di-GMP was used (BioLog 009) at a concentration of 6µM. 2 mg/µl 
of purified proteins were incubated for 2 min at room temperature with 2´-Fluo-AHC-c-di-
GMP in reaction buffer (100 µM Tris). 5µl of each sample were then spotted on 
nitrocellulose filter (GE Healthcare), samples were dried, and results were visualized using a 
charge-coupled device camera (GE Typhoon FLA 7000 fluorescence scanner) with flour Alexa 
488 filter) BldD was used as positive control (Tschowri et al., 2014) and BSA as negative 
control 
Streptavidin UV Precipitation (SUPr) assay. 
The Streptavidin UV Precipitation (SUPr) assay, described by (Nesper et al., 2012) 
was carry out with some modification. Purified proteins were incubated with biotinylated c-
di-GMP (BioLog B098) at a final concentration of 30 μM. The mixture was incubated O/N on 
a rotary wheel at 4°C. UV cross-linking was carried out using a UV Stratalinker (Stratagene) 
for 4 min on ice, to stabilise c-di-GMP/protein complexes. 56 μl of Streptavidin magnetic 
beads (Invitrogen) were added to the mixture, and incubated for 1 h. on a rotary wheel at 
4°C. A magnet was used to isolate the Streptavidin magnetic beads and five washing steps 
were carried out using 500 μl of the protein wash buffer each time (20 mM HEPES pH 7.5, 
250 mM NaCl, 2 mM MgCl2, and 2.5% (v/v) glycerol pH 6.8), to remove non-bound proteins. 




The washed Streptavidin beads were resuspended in 12.5 μl wash buffer, 2x SDS loading 
buffer was added, incubated at 95°C for 10 min and then pulled on a 12% SDS-PAGE protein 
gel. The gel was then developed using InstantBlue (Expedeon). BSA was used like negative 
control. 
Surface plasmon resonance (SPR) 
SPR for the c-di-GMP binding analysis was conducted using a Biacore T200 system. 
All measurements were recorded at 25°C using the ReDCaT system described by (Stevenson 
et al., 2013). 100nM biotinylated cdG (Biolog B098) was immobilized on a single NTA sensor 
chip (GE Healthcare, BR100407) at a final immobilization level of 80 RU, with a flow rate of 
5μL/ min. An empty cell was used as a reference for subtraction of non-specific interactions. 
After the immobilization, the chip was washed with 1M NaCl, 50mM NaOH. The protein 
samples were prepared at the following diluted concentrations (μM): 100, 50, 25, 12.5, 6.25, 
3.125, 1.56, 0.78, 0.39 and 0.19 in SPR running buffer (10mM HEPES, 150mM NaCl, 0.1% 
Tween 20, 2mM MgCl2) and were injected with a flow rate of 5μl/min over the chip for 60 
sec, 90 sec or 120 sec until they reached their saturation level. The buffer was then injected 
onto the chip for 60 or 90 sec for the calculation of the disassociation time of the protein 
from the chip. 1M NaCl was used after each injection for chip regeneration. For each protein 
concentration, three replicates were included. Measurements were taken in triplicate for a 
range of protein concentrations to calculate the proteins Kd by a kinetic approach. All 
sensograms were analyzed using Biacore T200 BiaEvaluation software version 1.0 (GE 
Healthcare). The data were then plotted using GraphPad Prism 7.00 (GraphPad software, La 
Jolla, California, USA).  
Statistical analysis 
          GraphPad Prism 7.00 was used for the statistical analysis of all tested phenotypes, the 
comparison was done using one-way analysis of variance (ANOVA) followed by Tukey´s 










The DGCs GcbA and AdrA are involved in the flagellar synthesis pathway. 
 
GcbA (PSF113_0661) is a PleD-like response regulator protein, which contains a REC 
domain and a diguanylate cyclase domain harboring a conserved active-site GGDEF motif 
(Fig.3.1A). AdrA (PsF113_1982) is membrane associated protein with an N-terminal 
extracellular MASE domain and a C-terminal, cytoplasmic GGDEF domain (Fig. 3.1B). Both 
DGCs has been previously shown to be positively regulated by AmrZ and to have a 
hypermotility phenotype (Muriel et al., 2018). In order to determine whether they were 
implicated in the flagellar synthesis pathway, we constructed double mutants affected also 
in the sadB gene, which encodes an HDOD protein implicated in regulation of flagellar 
synthesis (Navazo et al., 2009, Martinez-Granero et al., 2012). As shown in Figure 3.1C, the 
sadB mutant showed a hypermotility phenotype stronger than in the gcbA or adrA mutants. 
Both double mutants showed a non-additive phenotype, indicating genetic interaction 
between the genes encoding both DGCs and sadB. However, the two double mutants 
behaved differently, since in the gcbAsadB mutant, the phenotype of gcbA was dominant 
while in the adrAsadB mutant, the phenotype of sadB was the dominant. Similar results 
were obtained for the biofilm (initial attachment) phenotypes (Fig. 3.1D). The mutants in 
sadB and adrA showed a strong reduction in initial attachment when compared with the 
wild-type strain. No phenotype was observed for the gcbA mutant. However, mutation in 
gcbA suppressed the phenotype of the sadB mutation, since the double mutant showed a 
biofilm formation ability similar to the wild-type strain and the gcbA mutant. In the case of 
the adrAsadB double mutant, the phenotype was non-additive and was undistinguishable 
from the phenotypes of the individual mutants. These results also indicate interaction 
between the genes encoding both DGCs and sadB. Taken together, these results suggest 
that the three genes participate in the same pathway for the regulation of flagella synthesis, 
with adrA acting upstream of sadB and gcbA downstream. 







Figure 3.1: The DGCs GcbA and AdrA are involved in the flagellar synthesis pathway. Schematic 
predicted domains of the (A) PSF113_0661, GcbA and (B) PSF113_1982, AdrA proteins. Numbers 
indicate amino acids corresponding to the start and the end of the proteins and respective domains. 
(C) Relative swimming motility and (D) relative biofilms formation of P. fluorescens F113 simple or 
double mutants affected in DGCs: gcbA and adrA genes; and sadB gene. Averages of at least three 
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Two novel HDOD domain proteins are implicated in the regulation of swimming motility. 
 
The SadB protein harbours a HDOD domain, which does not have a 
phosphodiesterase activity. This domain could act as a c-di-GMP binding domain (Galperin 
2006; Merritt et al., 2007). The P. fluorescens F113 genome encodes another two proteins 
that have HDOD domains that are conserved with the SadB domain (Fig. 3.2A). These 
proteins are encoded by PSF113_1408 and PSF113_5572. In order to test the possible 
implication of these proteins in the regulation of swimming motility and biofilm formation, 
mutants affected in both genes were tested for swimming motility (Fig. 3.2B). Conversely to 
the hypermotility of the sadB mutant, both mutants showed a severe motility defect, 
indicating that both genes regulate motility positively. A wild-type copy of the genes 
expressed from a plasmid complemented the motility defects (Supplementary Fig 3.1). We 
have named these genes hdmA (PsF113_1408) and hdmB (PsF113_5572) for HD motility 
regulators A and B. However, we did not find a significant effect of the mutations in biofilm 
formation, indicating that hdmA and hdmB do not seem to be important for the initial 
attachment to plastic surfaces, as sadB is (Fig 3.2C). In order to test whether hdmA and 
hdmB were implicated in flagella synthesis, we performed a RT-PCR analysis of the 
expression of the fliC gene, which encodes flagellin, the structural component of the 
flagellar filament. As shown in Figure 3.2D, the mutant in sadB shows a significant increment 
in the expression of fliC, reflecting its role in the negative regulation of flagella synthesis. 
Conversely, the mutant affected in hdmA, showed a very strong reduction in fliC expression, 
indicating that this gene encodes a positive regulator of flagella synthesis. No significant 
effect on fliC expression was observed for the hdmB mutant. Furthermore, we tested that 
these HDOD proteins did not act as phospodiesterases (Supplementary Fig 3.2).  
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Figure 3.2: Two novel HDOD domain proteins are implicated in the regulation of swimming motility. 
(A) Schematic predicted domains of the SadB, HdmA and HdmB proteins. Numbers indicate amino 
acids corresponding to the start and the end of the proteins and respective domains. (B) Relative 
swimming motility and (C) relative biofilms formation of P. fluorescens F113 and derivative mutants 
sadB, hdmA and hdmB. Averages of at least three triplicated assays plus standard deviation is shown. 
Asteriks indicate satistically significant differences (p<0.05). (D) q-RT-PCR analysis of fliC transcript 
abundance. fliC expression seems to be regulated by sadB and hdmA genes. Expression relative to 
F113 is shown as average plus standard deviation. Asterisk indicate statistically significant differences 
(p<0.05). 




hdmA and hdmB participate in the same regulatory pathway than sadB and gacA 
 
We have previously shown that in P. fluorescens F113 sadB and gacA converge on 
the regulation of algU to repress flagella synthesis (Martinez-Granero et al., 2012). In order 
to test whether hdmA and hdmB also participate in this pathway, we performed an epistasis 
analysis through the study of the swimming and biofilm forming phenotypes of a collection 
of double mutants. First, we tested the swimming phenotype of the hdmAB double mutant. 
As shown in Figure 3.3A the swimming phenotype of the double mutant is non-additive and 
the phenotype of hdmA dominates upon the phenotype of hdmB. This result indicates that 
both genes act in the same pathway and suggests that hdmB acts upstream of hdmA. As 
expected, no biofilm forming phenotype was observed for the double mutant (Fig. 3.3B). 
Then, we analyzed the swimming motility (Fig. 3.3C) and biofilm formation (Fig. 3.3D) 
phenotypes on double mutants affected in hdm genes plus either sadB or gacA. In the case 
of swimming motility, the phenotypes of the double mutants affecting sadB were not 
conclusive since it is not possible to distinguish between an additive or a non-additive 
phenotype. However, in the case of the double mutants affected in gacA a non-additive 
phenotype was observed, with hdmA suppressing the phenotype of gacA and gacA 
suppressing the phenotype of hdmB. Regarding the biofilm forming phenotype (Fig. 3.3B), 
although neither hdmA or hdmB have a biofilm forming phenotype, mutations in either gene 
were able to suppress the biofilm forming phenotypes of the sadB and gacA mutations, 
indicating that the hdm genes act downstream sadB and gacA (Fig 3.3D). 
















Figure 3.3: hdmA and hdmB participate in the same regulatory pathway than sadB and gacA. 
(A) Relative swimming motility and (B) relative biofilms formation of P. fluorescens F113 and 
derivative simple and double mutants in hdmA and hdmB genes. (C) Relative swimming motility 
and (D) relative biofilms formation of all the doublé mutants tested. Averages of at least three 
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HdmA and HdmB might bind c-di-GMP 
 
The HDOD domain resembles the PDE HD-GYP domain. However, the HDOD domain 
does not possess catalytic activity and it has been suggested that it might bind c-di-GMP 
(Merritt et al., 2007). Furthermore, Trampari (2016) has shown that, in P. fluorescens F113, 
SadB protein specifically binds this cyclic nucleotide. Surface Plasmon Resonance (SPR) 
analysis of SadB in the presence of c-di-GMP showed that the protein was able to bind the 
cyclic nucleotide with a dissociation constant (Kd) of 0.23 µM (Fig. 3.4.A). Figure 3.4.B shows 
that this binding is specific, since SUPr assay with bound c-di-GMP is inhibited by free c-di-
GMP but not by GTP. Gel chromatography analysis (not shown) showed that SadB is a dimer 
independently of the presence of c-di-GMP.  
 
 
Since HdmA and HdmB possess an HDOD domain similar to SadB, we decided to test 
c-di-GMP binding to purified HdmA and HdmB protein. SPR analysis (Figs. 3.5A and 3.6A) 
gave inconclusive results, although Kd could be calculated for both proteins at 2.7 and 2.2 
µM, respectively, the binding kinetics did not show saturation. Furthermore, both DRaCALA 
(Figs. 3.5B and 3.6B) and SUPr experiments (Figs. 3.5C and 3.6C) gave intermediate results. 
Therefore, although it is possible that HdmA and HdmB bind c-di-GMP at physiological 
concentrations, more experiments, such as Isothermal titration calorimetry (ITC), are 
necessary in order to confirm it. 
Figure 3.4: SadB c-di-GMP binding assays. (A) SPR affinity fit describing SadB-c-di-GMP binding. (B) 
Streptavidin UV Precipitation (SUPr) assay. Biotinylated c-di-GMP was used for the isolation of SadB 
from a complex mix of proteins. Non-induced lysate was used as reference. Modified of (Trampari, 
2016). 
B A 






Figure 3.5: HdmA c-di-GMP binding assays. (A) SPR affinity fit describing HdmA-c-di-GMP binding. 
(B) DRaCALA assay using 2´-Fluo-AHC-c-di-GMP. BSA was used as negative control and BldD as 
positive control. (C) Streptavidin UV Precipitation (SUPr) assay. Biotinylated c-di-GMP was used for 




Figure 3.6: HdmB c-di-GMP binding assays. (A) SPR affinity fit describing HdmA-c-di-GMP binding. 
(B) DRaCALA assay using 2´-Fluo-AHC-c-di-GMP. BSA was used as negative control and BldD as 
positive control. (C) Streptavidin UV Precipitation (SUPr) assay. Biotinylated c-di-GMP was used for 









Biogenesis of the flagellar apparatus in pseudomonads is activated by the master 
regulator FleQ, which initiates a regulatory cascade (Arora et al., 1997). In Pseudomonas 
fluorescens F113 (Martinez-Granero et al., 2012) and in P. aeruginosa (Jones et al., 2014), 
the expression of the fleQ gene is transcriptionally repressed by AmrZ, a bifunctional 
regulator, whose expression depends on the sigma factor AlgU (Tart et al., 2006). In P. 
fluorescens F113, expression of algU is under the control of two convergent pathways: the 
Gac/Rsm pathway and the SadB pathway (Martinez-Granero et al., 2012).  
 
The implication of c-di-GMP in the regulation of flagellar synthesis is evident at 
different levels. First, it has been shown that FleQ is a c-di-GMP binding protein (Hickman & 
Harwood, 2008) that in response to this cyclic nucleotide functions either as a 
transcriptional activator or as a repressor (Baraquet et al., 2012). Thus, high levels of c-di-
GMP repress flagella synthesis through FleQ (Baraquet & Harwood, 2013), activating in turn 
genes for the production of exopolyssacharides implicated in biofilm formation (Baraquet 
et al., 2012).The protein SadB, other of the regulators implicated in the regulation of flagella 
synthesis, has been shown to specifically bind c-di-GMP at physiological levels (Trampari, 
2016). However, it is not yet known the implication of c-di-GMP in the functioning of SadB. 
Furthermore, other of the regulatory proteins, AmrZ, has been shown to be a major 
determinant of c-di-GMP levels in P. fluorescens F113. In this bacterium, AmrZ acts as a 
transcriptional activator of genes encoding diguanylate cyclases (DGCs) and other proteins 
related with c-di-GMP turnover (Muriel et al., 2018). Two of these DGCs: GcbA and AdrA are 
implicated in motility, since mutation of the genes encoding them, results in a hypermotility 
phenotype (Muriel et al., 2018). 
 
Here we show that, at least these two DGCs and two novel HDOD domains proteins, 
which might bind c-di-GMP, participate in the regulatory pathway resulting in flagella 
biogenesis. GcbA was originally identified as a protein related to swimming motility 
regulation in Pseudomonas fluorescens Pf0-1 (Newell et al., 2009). Besides, in P. aeruginosa, 
GcbA functions to modulate an intracellular pool of c-di-GMP to suppress flagellar reversal 
rates and to promote permanent cell-surface interactions in a manner independent of the 
expression of EPS-biosynthetic genes (Petrova et al., 2014). GcbA is conserved in a variety 




of pseudomonads. In particular, protein sequence homology between PSF113_0661 is 94% 
identity with P. fluorescens Pf0-1 gcbA (Pfl01_0623) and 75% identity with gcbA of P. 
aeruginosa PAO1 (PA4843). In P. fluorescens F113, inactivation of the gcbA gene resulted in 
a significant increase in swimming motility but not significant change in initial stages of 
attachment to surfaces (Muriel et al., 2018). Results presented here show that gcbA is 
epistatic over sadB, indicating genetic interaction between the two genes. Since gcbA 
mutation suppresses the motility and biofilm formation phenotypes of the sadB mutant, it 
is likely that GcbA acts downstream SadB in the signaling pathway leading to flagella 
biogenesis. These results do not preclude that GcbA might also participate in flagella 
rotation through a SadB independent pathway, as is the case in strain Pf0-1.  
 
PSF113_1982 encodes a transmembrane protein with a conserved C-terminal 
GGDEF cytoplasmatic domain and an N-terminal MASE2 integral membrane sensory domain 
with unknown function but often found adjacent to GGDEF domains in bacterial signaling 
proteins (Nikolskaya et al., 2003) (Fig. 3.1B). A BlastP search identified the protein encoded 
by PSF113_1982 as the conserved diguanylate cyclase AdrA from the Pseudomonas 
fluorescens group. Besides this group, orthologues of this gene are present in the genomes 
of P. syringae, P. putida and P. stutzeri but it is absent in P. aeruginosa. To our knowledge, 
its implication in swimming motility and/or biofilm formation has not been explored in other 
strains different from P. fluorescens F113. PSF113_1982 presents limited homology but 
identical architecture with the AdrA protein of Salmonella enterica serovar Typhimurium 
(Simm et al., 2004) and the YaiC protein of Escherichia coli (Römling et al., 2000), implicated 
in c-di-GMP mediated biofilm formation (Cowles et al., 2015). Previous analysis showed that 
in P. fluorescens F113, AdrA is involved in swimming and biofilms formation, since 
inactivation of the adrA gene resulted in increased swimming motility and a reduction in the 
initial stages of attachment to surfaces (Muriel et al., 2018). Furthermore, to confirm that 
AdrA acts as a DGC we carried out the overexpression of this gene in E. coli DH5α, resulting 
in a substantial decrease in swimming motility comparable to the effect described for the 
DGC SadC (Supplementary Fig. 3.3A) (Martinez-Granero et al., 2014a). The results presented 
here also show genetic interaction between adrA and sadB indicating that, likewise GcbA, 
AdrA participates in the regulation of flagella biogenesis. However, in the case of adrA, the 
sadB mutation is dominant, suggesting that AdrA acts upstream of SadB. Since AdrA is a 
predicted membrane protein with a putative sensory domain, this protein links SadB 
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signaling with possible environmental signals. Therefore, in the regulatory cascade, it seems 
that AdrA acts upstream of SadB and this protein upstream of GcbA. It is not clear why these 
two proteins have different effects on biofilm formation, while they have similar effects on 
motility. Significantly, overexpression of gcbA or adrA genes in P. fluorescens F113 resulted 
in a small, but significant decrease of swimming motility (Supplementary Fig. 3.3B) while 
only the overexpression of adrA produced a significant increment in biofilm formation 
(Supplementry Fig. 3.3C), confirming their specific roles in both processes.  
 
The SadB protein is characterized by the presence of a HDOD domain. A search in 
the P. fluorescens F113 genome found another two small proteins that contained HDOD 
domains. Besides the HDOD domain, the SadB protein also contains an YbaK like domain. 
Although the function of this domain, which resembles active sites of deacylases, is 
unknown, it seems to be important for its function, since insertions in both domains abolish 
SadB function in P. aeruginosa (Caiazza & O'Toole, 2004). Conversely, the other two HDOD 
proteins do not contain any other recognizable domain and the HDOD domain expand 
through most of the protein sequence. Mutation in the genes encoding either of these two 
proteins resulted in a motility phenotype and for this reason we called them HdmA and 
HdmB. The phenotype of hdmA and hdmB mutants is opposite to the phenotype of the sadB 
mutant. SadB has been described as a signal transduction protein (Caiazza et al., 2005) that 
negatively regulates motility (Navazo et al., 2009). Similarly, HdmA and HdmB should be 
considered signal transduction proteins that activate motility. Interestingly, both genes are 
widely conserved among pseudomonads, both in sequence and in genetic context. The gene 
encoding HdmA is located in the vicinity of the algU gene and hdmB is located just upstream 
of mutM in a number of species, including P. aeruginosa, P. fluorescens (group), P. putida, 
P. syringae and P. stutzeri. Despite this conservation, to our knowledge, the function of 
these proteins has not been studied before. The results presented here show that HdmA 
directly participates in the biosynthesis of the flagellar apparatus, since a null mutant 
presents a severe defect in the transcription of the fliC gene, which encodes flagellin, the 
structural protein in the flagellar filament. In the case of HdmB, it is unclear how it affects 
motility, since its mutant does not have ne effect in the transcription of this gene. However, 
its epistatic relation with hdmA, sadB, and gacA genes, suggests that together with these 
genes, hdmB participates in the regulation of flagellar biogenesis. The epistatic relations 
between these genes suggest that hdmB acts upstream of hdmA and that both gacA and 




sadB act upstream of the hdm genes. Surprisingly, in the case of hdmB, its seems to act 
upstream of gacA for motility and downstream of gacA for biofilm formation. It is possible 
that other effects of the hdmB gene, for instance in flagellar rotation are affecting 
differentially both phenotypes. 
 
Proteins harboring the HDOD domain are present in a large variety of bacterial 
species. This domain is usually found associated with a REC domain in response regulators, 
but it is also found standing alone (Galperin, 2006), as it is the case in HdmA and HdmB. This 
domain resembles the HD-GYP domain but lacks its characteristic c-di-GMP 
phosphodiesterase activity (Galperin, 2004). Proteins with HDOD domain have not been 
previously studied in pseudomonads, but two of them have been studied in Xanthomonas 
campestris. The HdpA protein from this bacterium has been shown to be implicated in 
bacterial attachment (Lee et al., 2016), while the GsmR protein has been confirmed to affect 
the transcription of genes implicated in flagellar synthesis, including the fliC gene (Liu et al., 
2013). It is therefore likely that HDOD proteins play similar roles in X. campestris and P. 
fluorescens. However, the biochemical role (s) of HDOD domain has not been stablished. 
The similarity of the HDOD domain with the HD-GYP domain and its lack of 
phosphodiesterase activity prompted to Merritt and coworkers and Navazo and coworkers 
(Merritt et al., 2007, Navazo et al., 2009) to suggest that the HDOD domain in SadB could 
bind c-di-GMP. It has indeed been shown (Trampari, 2016) that the SadB protein from P. 
fluorescens F113 is able to act as a dimer to bind c-di-GMP specifically. Therefore, we 
decided to test whether HdmA and HdmB were also able to bind this cyclic nucleotide. 
However, we obtained inconclusive results that do not discard, but do not confirm binding 
of c-di-GMP. Therefore, alternative methods to determine the binding are required.  
 
Previous results showing the regulatory pathways determining flagella biosynthesis 
in P. fluorescens F113 (Martinez-Granero et al., 2012) and the results presented here, allow 
to extend our knowledge about the implication of c-di-GMP in P. fluorescens. According to 
our previous results, at least two c-di-GMP binding proteins, SadB and FleQ, participate in 
this regulation. Now, we add two new proteins, HdmA and HdmB that might bind c-di-GMP 
through their HDOD domain. Since these two proteins appear to act downstream GacA and 
SadB and have a putative Kd for c-di-GMP at the same concentration range of FleQ (Chou & 
Galperin, 2016), it is likely that they act at this level, especially since HdmA strongly 
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influences the transcription of the FleQ activated gene fliC. We also show that at least two 
of the DGCs activated by AmrZ (Muriel et al., 2018) are implicated in the synthesis of flagella. 
One of them, AdrA acts upstream of SadB and it is therefore likely that c-di-GMP produced 
by AdrA is sensed by SadB. The other DGC, GcbA acts downstram of SadB and the c-di-GMP 
produced by this DGC might be sensed by FleQ or by the Hdm proteins. Since GcbA is acting 
downstream of SadB it is possible that c-di-GMP produced at this level might be acting on 
flagella rotation, since c-di-GMP binding proteins such as FliI (Trampari et al., 2015) and FlgZ 
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Figure S3.1: hdmB and hdmA gene 
complementation. Swimming motility of 
P. fluorescens F113 and derivative 
strains harboring the empty vector 
pME6032 (P. fluorescens F113: F113p; 
hdmB mutant: hdmBp; hdmA mutant: 
hdmAp) and both mutants overexpress 
gene to restore wt phenotype (hdmB- 
harboring hdmB gene: hdmBphdmB; 
hdmA- overexpress hdmA gene: 
hdmAphdmA). Exponentially growing 
cells were inoculated with a toothpick on 
SA plates containing 0.3% purified agar. 
Haloes were observed 48 hours after 
 
Figure S3.2. Relative swimming motility of E. coli DH5α harboring overexpression pME6032 vector. 
In order to discard the PDE activity P. fluorescens SBW25 PDE (rcaA) as well as P. fluorescens F113 HD 
genes (sadB, hdmA and hdmB) were introduced into E. coli DH5α testing their motility. Averages of 
three triplicated experiments plus standard deviation are shown. Asterisk indicate significance 
differences (p<0.05).  
 










Figure S3.3: GcbA and AdrA appears to act as DGCs. (A) Relative swimming motility of P. fluorescens 
F113 SadC and adrA genes, encode to putative DGCs in E. coli DH5α background. (B) Relative 
swimming motility of P. fluorescens F113 derivatives harboring vectors which overexpress gcbA and 
adrA gene. (C) Relative biofilms formation of P. fluorescens F113 overexpress adrA gene. Every gene 
were cloned in the overexpression pBBRMCS-5 vector and wt strains harboring the empty plasmid 
were used as control. Averages of three triplicated experiments and standard deviation are shown. 
Asterisk indicate statistically significant differences (p>0.05). 
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Strains Description Reference 
P. fluorescens   
F113 P. fluorescens F113 wild type, RifR (Shanahan et al., 1992) 
gcbA- F1130661 RifR KmR (Muriel et al., 2018) 
adrA- F1131982-, RifR KmR (Muriel et al., 2018) 
hdmA- F1131408-, RifR SpcR This work 
hdmB- F1131982-, RifR KmR This work 
sadB- F1135782-, RifR KmR (Navazo et al., 2009) 
gacA- F1133284-, RifR KmR (Martínez-Granero et al., 2006) 
gcbAsadB- F11306615782-, RifR KmRGmR This work 
adrAsadB- F11319825782-, RifR KmRGmR This work 
hdmAB- F11314085572- RifRSpcRGmR This work 
hdmAsadB- F11314085782-RifRSpcRKmR This work 
hdmAgacA- F11314083284- RifRSpcRKmR This work 
hdmBsadB- F11355725782- RifR KmRGmR This work 
hdmBgacA- F11355723284- RifR KmRGmR This work 
hdmBgn- F1135572- RifRGmR This work 
E. coli   
DH5α 
E. coli cloning strain: Φ80lacZΔM15, Δ(lacZYA-
argF), U169, recA1, endA1, hsdR17 (rK,mK+), 
phoA, supE44-λ–thi-1,gyrA96, relA1  
Gibco-BRL 
BL21-(DE3) SmR, K12 recF143 lacIq lacZΔ.M15, xylA Novagen 
Plasmids   
pCR2.1 TOPO  Cloning vector, KmR Life Technologies  
pK18mobsacB  Suicide vector for allelic exchange; pUC18 
derivative lacZ mob site sacB, KmR 
(Schäfer et al., 1994) 
 
pG18mob2 Suicide vector sacB, GnR (Kirchner & Tauch, 2003) 
pME6032 IPTG inducible expression vector, TetR (Heeb et al., 2002) 
pBBR1MCS-5 Replicative plasmid with lacZ promoter for 
overexpression, GnR 
(Kovach et al., 1995) 
pETNdeM-11 Purification vector, N-terminal His6tag, KmR (Little et al., 2011) 
pCAM140 Vector with miniTN5gus, SpcR (Wilson et al., 1995) 
pBG1804 pCAM140 containing the hdmA gene, SpcR This work 
pBG2149 pCR2.1TOPO derivative with hdmB gene, KmR This work 
pBG2166 pG18mob2 derivative with hdmB gene, GmR This work 
pBG2126 pETNdeM-11 harboring sadB gene, KmR This work 
pBG2155 pETNdeM-11 harboring hdmA gene, KmR This work 
pBG2156 pETNdeM-11harboring hdmB gene, KmR This work 
pBG2159 pME6032 harboring sadB gene, TcR This work 
pBG2157 pME6032 harboring hdmA gene, TcR This work 




Table S3.1: Bacterial strains and plasmids used in this study. 
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The sequence of the genome of Pseudomonas fluorescens F113 has shown the 
presence of multiple traits relevant for rhizosphere colonization and plant growth 
promotion. Among these traits are denitrification and chemotactic motility. Besides aerobic 
growth, F113 is able to grow anaerobically using nitrate and nitrite as final electron 
acceptors. F113 is able to perform swimming motility under aerobic conditions and under 
anaerobic conditions when nitrate is used as the electron acceptor. However, nitrite can not 
support swimming motility. Regulation of swimming motility is similar under aerobic and 
anaerobic conditions, since mutants that are hypermotile under aerobic conditions, such as 
gacS, sadB, kinB, algU and wspR, are also hypermotile under anaerobic conditions. 
However, chemotactic behavior is different under aerobic and denitrification conditions. 
Unlike most pseudomonads, the F113 genome encode three complete chemotaxis systems, 
Che1, Che2 and Che3. Mutations in each of the cheA genes of the three Che systems has 
shown that the three systems are functional and independent. Mutation of the cheA1 gene 
completely abolished swimming motility both under aerobic and denitrification conditions. 
Mutation of the cheA2 gene, showed only a decrease in swimming motility under both 
conditions, indicating that this system is not essential for chemotactic motility but is 
necessary for optimal motility. Mutation of the cheA3 gene abolished motility under 
denitrification conditions but only produced a decrease in motility under aerobic conditions. 
The three Che systems proved to be implicated in competitive rhizosphere colonization, 


















The Pseudomonas fluorescens complex comprises a group of related pseudomonads 
that are often found saprophytically associated with plants. A large number of strains 
belonging to this group have been found to colonize the rhizosphere and the endophytic 
compartments and to positively influence plant growth, either directly through 
biofertilization or manipulation of the plant hormone balance, or indirectly through 
biological control of pathogens (Bloemberg & Lugtenberg, 2001). A series of recent 
phylogenomic studies (Silby et al., 2009, Loper et al., 2012, Redondo-Nieto et al., 2013) have 
shown that the P. fluorescens complex contains up to five different phylogenetic subgroups 
and that many traits putatively responsible of the plant growth promoting abilities are 
phylogenetically distributed. P. fluorescens F113 belongs to Subgroup I and is 
phylogenetically related to strains that have been classified as P. brassicacearum. F113 is a 
plant growth promoting rhizobacteria (PGPR) that is able to colonize the rhizosphere 
(Barahona et al., 2010), influencing plant growth directly, by phosphate mobilization (Miller 
et al., 2010) and degradation of the plant hormone ethylene (Redondo-Nieto et al., 2013), 
and indirectly by the production of siderophores, fungicides (DAPG) and competition for 
niche with plant pathogens (Barahona et al., 2011). F113 can colonize the rhizosphere of a 
wide variety of plants and has been used as a model for rhizosphere colonization (Naseby & 
Lynch, 2001, Sanchez-Contreras et al., 2002, Martinez-Granero et al., 2005, De La Fuente et 
al., 2006, Martinez-Granero et al., 2006, von Felten et al., 2011). The full genomic sequence 
of F113 is available and analysis of the genome has shown the presence of numerous traits 
that are likely to be involved in its rhizosphere colonization and PGPR abilities (Redondo-
Nieto et al., 2013). 
 
Among these traits is denitrification. The F113 genome contains the nar, nir, nor 
(two sets) and nos (two sets) gene clusters, which encode the enzymes required for nitrate, 
nitrite, nitric oxide and nitrous oxide reduction, respectively (Redondo-Nieto et al., 2013). 
The presence of these sets of genes indicates that F113 is likely to oxidize nitrate to 
dinitrogen. The ability to use nitrate and nitrite under anaerobic conditions as the final 
electron acceptors has been shown for F113 (Redondo-Nieto et al., 2013). Denitrification 
has been observed in several pseudomonads species such as P. aeruginosa and P. stutzeri 
(Carlson & Ingraham, 1983). However, although denitrification occurs within the P. 




fluorescens complex (Greenberg & Becker, 1977, Philippot et al., 2001), it seems to be 
restricted to a limited number of strains which harbor denitrification genes (Redondo-Nieto 
et al., 2013). Denitrification genes are present in all Subgroup I sequenced strains. It has 
been shown that there is a positive correlation between denitrification ability and 
rhizosphere colonization (Ghiglione et al., 2002, Ghirardi et al., 2012). 
 
Another important trait for rhizosphere colonization is chemotactic motility. In 
several pseudomonads strains, mutants affected either in flagellar genes (Simons et al., 
1996, Capdevila et al., 2004) or chemotaxis genes (de Weert et al., 2002) are severely 
impaired in the competitive colonization of the rhizosphere. In F113, motility is one of the 
most important traits for rhizosphere colonization since hypermotile mutants affected in 
regulatory genes show enhanced competitive colonization ability (Barahona et al., 2010) 
and are selected in the rhizosphere environment (Martinez-Granero et al., 2006). Among 
these mutations are those affecting flagella synthesis such as mutants in the Gac system, in 
algU, kinB, sadB and in amrZ (Navazo et al., 2009, Barahona et al., 2011, Martinez-Granero 
et al., 2012, Martinez-Granero et al., 2014a) or affecting flagella rotation such as mutants in 
wspR and in bifA (Martinez-Granero et al., 2014b). 
 
The chemotactic apparatus of pseudomonads is encoded by the che genes (Ditty et 
al., 1998, Kato et al., 1999). It consists in a phosphorely in which phosphorylation of CheY 
by CheA results in the interaction of CheY with the flagellar rotor and changes in flagella 
rotation. Environmental signaling to CheA is provided by membrane-bound or cytoplasmic 
methyl acceptor proteins (MCPs). Other proteins such as CheB, CheD, CheV, CheW, CheR 
and CheZ also participate in the signal transduction process and in resetting the system 
(Shimizu et al., 2010). Most pseudomonads strains possess one or two sets of the 
chemotaxis genes (Ferrandez et al., 2002, Redondo-Nieto et al., 2013). However, F113 and 
P. brassicacearum strains such as NFM421 possess three sets of the che genes that might 
conform three distinct and independent chemotaxis apparatus (Redondo-Nieto et al., 2013). 
The aim of this work was to investigate motility regulation in P. fluorescens F113 under 
anaerobic denitrification conditions and to determine the functionality of the three 
chemotactic apparatus and their roles under aerobic and anaerobic conditions. The 
implication of each of the chemotactic apparatus in competitive rhizosphere colonization 
was also investigated. 
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Material and Methods  
 
Bacterial strains, plasmids and growth conditions 
 
The strains and plasmids used in this study are described in Table S4.1. For growing 
P. fluorescens F113 strains under aerobic conditions we have used either SA medium (Scher 
& Baker, 1982) or LB medium (Bertani, 1951) with shaking overnight at 28°C. When growing 
under anaerobic conditions, SA or LB media were supplemented with nitrate (KNO3) or 
nitrite (NaNO2) as the final electron acceptor in airtight tubes that were flushed with argon 
after inoculation. Growth was monitored by determining optical density of cultures (OD600) 
at different time intervals using a biophotometer (Eppendorf BioPhotometer D30). 
Anaerobic conditions for growth on solid media were provided by anaerobic jars and 
systems (Oxoid). Escherichia coli strains were grown overnight in Luria-Bertani (LB) medium 
with shaking at 37ºC. Solid growth media contained 1.5% (w/v) agar. The following 
antibiotics were used, when required, at the indicated concentrations: rifampicin (Rif), 100 
µg/mL; ampicillin (Amp), 100 µg/mL; tetracycline (Tet), 10 µg/mL for E. coli or 70 µg/mL for 
P. fluorescens F113; kanamycin (Km), 25 µg/mL for E. coli or 50 µg/mL for P. fluorescens 
F113; and gentamicin (Gm), 10 µg/mL for E. coli or 3 µg/mL for P. fluorescens F113 and 
chloramphenicol 30 µg/mL for E. coli. All growth experiments were performed 4 times in 
triplicate. 
 
Construction of mutants 
 
Insertional mutagenesis has been used to generate mutants by single homologous 
recombination. Amplified internal fragments from the different genes to be interrupted 
were cloned into the kanamycin-resistant plasmid pK18mobsac (Schäfer et al., 1994) (see 
S4.2 Table) and introduced into the wild-type F113 strain by triparental mating using pRK600 
as the helper plasmid (Finan et al., 1986). Mutants resulting from the single homologous 
recombination were checked by Southern blotting using probes from the interrupted genes, 
and by PCR using primers designed from the genes and the pK18mobsac plasmid sequences. 
Mutant complementation analysis was done by isolating cosmids containing the genes from 
the F113 gene bank of F113. The selected cosmids were introduced in the corresponding 
mutant by triparental mating using pRK600 as the helper plasmid.  






Swimming motility was tested on SA and LB medium with 0.3% (w/v) of purified agar. 
The same media supplemented with 20 mM nitrate (KNO3) and 10 mM (NaNO2) nitrite were 
used to test swimming under anaerobic conditions. Plates were inoculated with bacteria 
from an overnight culture using a sterile toothpick and incubated at 28°C. Swimming haloes 
were measured after 18 and 24 h of inoculation under aerobic conditions, and after 48 and 
72 h of inoculation under anaerobic conditions.  Every assay was done in triplicate at least 
three times. 
 
Rhizosphere competitive colonization assays 
 
A root-tip assay test (Barahona et al., 2010) was used. Alfalfa seeds (Medicago sativa 
var. Resis) were sterilized in 70% ethanol for 2 min and in diluted bleach (1:5 v/v) for 15 min 
and rinsed thoroughly with sterile distilled water. Seeds were germinated at 4ºC for 16 h 
followed by incubation in darkness at 28ºC for 24 hours. Germinated alfalfa seeds were 
sown in Leonard jar gnotobiotic systems using Perlite as solid substrate and 8 mM KNO3 
supplemented FP (Fahraeus, 1957) as the mineral solution. After 2 days, alfalfa seedlings 
were inoculated with   ̴108 cells of the appropriate strains (108 cells/ml = 0.0138 optical 
density at 600 nm). For the competitive colonization assays, the tested strain and the 
competitor were inoculated at a 1:1 ratio. Plants were maintained for 2 weeks in controlled 
conditions (16 h of light at 25ºC and 8 h of dark at 18ºC). Bacteria were recovered from the 
root tip (last centimeter of the main root) by vortexing for 2 min in 5 ml of SA and 
appropriate dilutions were plated in SA supplemented with selective antibiotics and after 
48 hours of incubation at 28ºC, colonies were counted.  Colonization assays were done three 




SPSS17.0 software (IBM) or Sigma Plot 12.0 software (Microsoft) was used for 
statistical analysis. The data were compared using one-way analysis of variance (ANOVA) 
followed by Bonferroni’s multiple comparison test (p<0.05). 
 





Growth and motility of P. fluorescens F113 under denitrification conditions. 
 
Growth of F113 was tested using nitrate and nitrite as final electron acceptors under 
anaerobic conditions in two different media: LB and SA. In order to estimate optimal 
concentration of electron acceptors, both media were supplemented with increasing 
concentrations of nitrate and nitrite. Under anaerobic conditions F113 was unable to grow 
in the absence of nitrate or nitrite in both media. 40 mM nitrate and 10 mM nitrite yielded 
maximum cell density in both media (Table 4.1).  
 
 
Growth with NO3- as electron acceptor Growth with NO2- as electron acceptor 
KNO3 SA LB NaNO2 SA LB 
0 <0.01 <0.03 0 <0.01 <0.03 
20mM 0.055 0.243 5mM 0.030 0.138 
40mM 0.095 0.733 10mM 0.074 0.388 
60mM 0.070 0.654 15mM 0.042 0.219 
80mM 0.062 0.448 20mM 0.049 0.316 
100mM 0.061 0.300 25mM 0.035 0.305 
 
These concentrations were used for subsequent growth experiments. It is interesting to 
note that opposed to growth under aerobic conditions, the siderophore pyoverdine was not 
produced in the iron limited medium SA under denitrification conditions. As shown in Fig. 
4.1A, growth rate and yield on nitrate were higher in LB medium than in SA medium. On 
nitrite, growth was very poor in SA medium. Therefore, LB was used for subsequent growth 
experiments.  Fig. 4.1B shows the growth of F113 using either of the three electron 
acceptors. Growth under aerobic conditions showed higher growth rate and yield. Under 
anaerobic conditions, no differences were observed on the growth rate when using nitrate 
or nitrite. However, yield was higher when nitrate was the final electron acceptor. 
Table 4.1: Yield (max OD600) of P. fluorescens F113 growth under anaerobic conditions in the presence 
of different concentrations of final electron acceptors (nitrate and nitrite) in SA and LB media. 






Figure 4.1: Growth of P. fluorescens F113 under desnitrification conditions. Growth curves of F113 
with different final electron acceptors. Nitrate concentration was 40mM, nitrite concentration was 
10 mM. Anaerobic conditions were obtained by flushing inoculated medium with argón. For anerobic 
conditions, airtight tubes were used. F113 was unable to grow anaerobically in LB or SA media without 
nitrate or nitrite. Experiments were done in triplicate. (A) Growth curves of F113 in LB and SA media 
supplemented with nitrate. (B) Growth curves of F113 in LB medium (aerobic), LB supplemented with 
nitrate and LB supplemented with nitrite. 
A 
B 
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We also tested swimming motility under denitrification conditions. It was observed 
that F113 was able to move in SA and LB plates supplemented with nitrate but was non-
motile with nitrite. Motility was higher in SA medium than in LB medium. Therefore, SA was 
used in subsequent motility experiments. When F113 swims under nitrate respiring 
conditions no pyoverdine production was observed in SA plates, conversely to swimming in 
this medium under aerobic conditions. In order to test whether the lack of motility under 
nitrite respiring conditions were due to lack of flagella production, cells grown in SA + nitrite 
were observed by electron and optic microscopy and they showed normal flagellation (Fig. 
S4.1). Furthermore, when these cells were transferred to an aerobic atmosphere, motility 
was restored immediately, as judged by phase-contrast microscopy, indicating that the lack 
of motility was probably due to shortage of energy under nitrite conditions.  
 
 
Motility regulation under denitrification conditions 
 
Under aerobic conditions, swimming motility is regulated at the levels of flagella 
synthesis and flagella rotation (Navazo et al., 2009, Martinez-Granero et al., 2014a). In order 
to test whether this regulation also exists under denitrification conditions, the swimming 
motility of several hypermotile mutants affected in either pathways was tested in SA + 
nitrate plates under anaerobic conditions. As shown in Fig. 4.2, the gacS, sadB, kinB and 
algU mutants showed a swimming behavior similar to their hypermotile phenotype under 
aerobic conditions. These mutants are affected in flagella synthesis. Similarily, a wspR 
mutant that is hypermotile under aerobic conditions, is also hypermotile under anaerobic, 
denitrification conditions. The wspR gene encodes a diguanylate cyclase probably involved 
in the regulation of flagella rotation and is not implicated in the regulation of flagella 
synthesis (Martinez-Granero et al., 2014a). These results indicate that swimming motility 



















P. fluorescens F113 possesses three independent and functional chemotactic systems. 
 
The genome sequence of F113 showed that it contains three full chemotaxis systems 
(Che1, Che2 and Che3), plus thirty-six putative chemoreceptors (MCPs). The genetic 
organization of these gene clusters is shown in Fig. S4.2. In order to test the functionality of 
these systems, mutants affecting each of the three cheA genes were constructed. The three 
mutants were tested for growth in SA and LB media under aerobic and denitrification 
conditions. None of the mutants showed differences in growth rate or yield in any of the 
media or growth conditions. The mutants were also observed by phase contrast microscopy. 
Although the three mutants were motile, they showed important differences with the wild-
type strain. While F113 cells showed a swimming pattern characterized by frequent changes 
of direction, cheA1- and cheA3- cells did not change direction and only followed straight 
trajectories. An intermediate phenotype was observed for cheA2- cells, where only a few 
cells changed direction occasionally. Figure 4.3 shows the swimming phenotypes of each of 
the mutants under aerobic and anaerobic conditions.  
Figure 4.2: Motility regulation under desnitrification condicitions. Swimming motility phenotype of P. 
fluorecens F113 and isogenic mutants affected in motility. Experiments were done on SA (0.3% agar) 
under anaerobic conditions. Haloes were measured 48h after inoculation. Experiments were 
performed three times in triplicate. Stadistically significant results are shown as: *(p<0.1), **(p<0.05), 
***(p<0.01). 





Figure 4.3: P. fluorescens possesses three independent and functional chemotaxis systems. (A) 
Swimming motility phenotype of P. fluorescens F113 and its mutatns affected in either of the three 
cheA genes under aerobic and anaerobic (denitrification) conditions. Swimming haloes were 
measured after 18h (aerobic) and 48h (anerobic) inoculation on SA (0.3% agar). The experiments were 
repeated three times in triplicate. Typical images are shown. (B) Complementation analysis of the 
three cheA mutants. Each of the mutants was complemented with cosmids from the F113 gene library 
which hybridized with each of the cheA probes: pcheA1; pcheA2 and pcheA3. The pLAFR3 vector was 
introduced in F113 and each of the three mutants for controls. Swimming motility haloes were 
determined as above on medium supplemented with tetracycline. The experiments were repetead 
three times in triplicate. (-) indicates not detectable movement. Different letters indicate stadistically 








Under aerobiosis, the major effect was observed in the cheA1 mutant that was unable to 
swim under these conditions. Mutation of cheA2 and cheA3 also resulted in a reduction in 
motility, as judged by halo reduction, an effect that was higher in the cheA3 mutant. As 
shown in Figure 4.3B, cosmids from an F113 genomic library which contained the genes 
encoding the respective Che systems were isolated by colony hybridization and were able 
to partially complement the swimming defects of the mutants. These results show that the 
three Che systems are functional and independent in F113. The swimming motility of the 
three mutants was also tested under denitrification conditions. As shown in Figure 4.3A the 
three mutants were also affected in swimming motility under anaerobic conditions. The 
phenotypes of cheA1 and cheA2 mutants were similar to their phenotypes under aerobic 
conditions. However, under anaerobic denitrification conditions, the cheA3 mutant was 
non-motile, presenting the same phenotype that the cheA1 mutant. The cheA1, cheA2 and 
cheA3 phenotypes were partialy complemented by the cosmids containing their wild-type 
counterparts (Fig. 4.3B). These results indicate that chemotaxis is different under aerobic 
and denitrification conditions. They also show that cheA1 gene is essential for chemotactic 
motility both under aerobic and denitrification conditions, while cheA3 gene is essential for 
chemotactic motility only under denitrification conditions. 
 
 
The three chemotaxis systems are important for rhizosphere colonization. 
 
Chemotactic motility is one of the most important traits for competitive rhizosphere 
colonization. In order to investigate the relative importance of each of the Che systems for 
colonization, we tested the performance of each of the cheA mutants in competition with 
the wild-type strain, with a root-tip assay. As shown in Figure 4.4, the three mutants were 
impaired in competitive colonization of the root tip, showing significant difference (p< 0.05) 
when competing with the wild-type strain. The higher defect was observed with the cheA1 
mutant that was displaced by the wild-type strain. The cheA2 and cheA3 mutants were 
always recovered in lower numbers than the wild-type strain, therefore showing a minor 
but significant impairment in competitive rhizosphere colonization. No significant difference 
in competitivity was observed between the cheA2 and cheA3 mutants. The three chemotaxis 
systems are therefore required for optimal performance in the rhizosphere. 
 









Pseudomonas fluorescens F113 can grow both aerobically and anaerobically. 
Anaerobic growth is based in denitrification, being able to use both nitrate and nitrite as 
final electron acceptors. The presence in the F113 genome of complete sets of nor and nos 
genes (Redondo-Nieto et al., 2013), suggests that nitric oxide and nitrous oxide are also 
putative electron acceptors for this strain and that molecular dinitrogen is the final product 
of denitrification. Under anaerobic conditions, growth yield for F113 is higher when nitrate 
is used as the electron acceptor and when the bacterium is grown on a rich medium. The 
results presented in Table 4.1 show that increasing the concentration of the electron 
acceptors, yield also increased, indicating that in our experimental conditions, growth is 
limited by the electron acceptor. However levels of nitrate higher than 40 mM or nitrite 
10mM reduced yield, indicating toxicity of both nitrogenated compounds. Although these 
concentrations are much higher than those encountered in soils, it is likely that growth on 
Figure 4.4: The three chemotaxis systems are importan for rizhosphere colonization. Competitive 
colonization root-tip assay of P. fluorescens F113 and isogenic mutants affected in either of the cheA 
genes. Equal amounts (108 cells) of F113 and its competitors were inoculated per plant. F113 was also 
compared with an isogenic strain tagged with a kanamycin resistance gene as control. Experiments 
were done in triplicate with 20 plants in each experiment. Differenct letters indicate statistically 
significant differences (p<0.05). 




nitrate and nitrite are physiological relevant, since for P. aeruginosa optimal growth has 
been shown to occur at 100 mM nitrate (Williams et al., 1978), but growth has been 
observed with nitrate concentrations as little as 62.5 µM (Line et al., 2014). When 
denitrification occurs at optimal electron acceptors concentration (Fig. 4.1), the growth rate 
does not appear to depend on the availability of other nutrients, including iron. It is 
therefore likely that in the rhizosphere, where nitrate and nitrite will be limiting, growth 
rates are lower than those observed here. The importance of denitrification has been 
highlighted in a recent study of 23 strains of pseudomonads able to colonize the tomato 
rhizosphere under natural soil conditions (Ghirardi et al., 2012). In this study, it was shown 
that the ability to use alternative electron acceptors was more important for rhizosphere 
competence than the ability to use specific carbon sources. Furthermore, survival in the 
rhizosphere was also related to denitrification ability. 
 
Under anaerobic conditions, P. fluorescens F113 is motile when nitrate is the final 
electron acceptor, but not when nitrite is used. However, cells grown on nitrite are 
flagellated, as shown by microscopy inspection and by its immediate motility after shifting 
to aerobic conditions. It is likely that the shortage in energy provided by nitrite reduction is 
responsible of the lack of motility under these conditions. Swimming motility haloes are 
smaller under anaerobic conditions than under aerobic conditions, suggesting that reduced 
motility is also related with the amount of energy harvested by the different electron 
acceptors. Regarding motility regulation, it seems to be very similar, if not identical under 
aerobic and anaerobic conditions, since the swimming phenotypes of hypermotile mutants 
affected in flagella synthesis (gacA, algU, kinB, sadB) (Navazo et al., 2009) and flagella 
rotation (wspR) (Martinez-Granero et al., 2014a) are similar under both conditions. This is 
not the case for chemotaxis, since different mutants have different phenotypes under 
aerobic and anaerobic conditions, indicating differences in chemotactic behavior. 
 
Conversely to other pseudomonads, which harbor one or two chemotaxis apparatus, 
P. fluorescens Subgroup I strains, such as F113 and NFM421 harbor three, named Che1, Che2 
and Che3 (Redondo-Nieto et al., 2013). Che1 is the canonical chemotaxis system present in 
all pseudomonads. Similarly to other species, in F113 the genes encoding this system are 
located in two widely spaced gene clusters (PSF113_1586-1594 and PSF113_4455-4456). 
This system is absolutely required for chemotaxis in P. aeruginosa (Ferrandez et al., 2002) 
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and we have observed the same for F113, both under aerobic and anaerobic conditions, 
indicating that in F113, the Che1 system is also the most important chemotaxis system. The 
F113 Che3 system is encoded by genes located in a single gene cluster (PSF113_3554-3563) 
that contains two genes encoding MCPs. This gene cluster shows synthenic organization 
with the Che2 system in P. aeruginosa, although gene homology is limited. In P. aeruginosa 
it has been shown that this system is not essential for chemotactic motility, but it is required 
for optimal chemotaxis (Ferrandez et al., 2002). We have observed a similar phenotype for 
a mutant affected in the cheA3 gene under aerobic conditions. However, the F113 cheA3 
mutant did not show chemotactic motility under anaerobic, denitrifying conditions, 
suggesting that the Che3 system is absolutely required for chemotaxis under anaerobic 
conditions. To our knowledge, the implication of chemotaxis systems in P. aeruginosa or 
other pseudomonads has not been tested under denitrification conditions. It is therefore 
possible that the P. aeruginosa Che2 system is also implicated in chemotaxis under 
denitrification conditions. In this sense, it has been shown that McpB, a methyl accepting 
protein encoded within the Che2 gene cluster, contributes to aerotaxis in P. aeruginosa 
(Hong et al., 2004, Hong et al., 2005). The F113 Che2 system is encoded by a gene cluster 
(PSF113_2284-2292) paralogous to the F113 Che3 cluster. Mutation of the cheA2 gene has 
shown that this system is not essential for chemotactic motility under aerobic or anaerobic 
conditions. However, similarly to Che2 in P. aeruginosa (Guvener et al., 2006), optimal 
chemotaxis requires this system, both under aerobic and anaerobic conditions. Anyway, the 
lower degree of halo reduction, indicates that the Che2 system is less important than the 
Che3 system in F113 for chemotaxis. The results presented here show that flagella synthesis 
and rotation is regulated in a similar way under aerobic and anaerobic conditions. On the 
other hand, chemotactic signal transduction is different under aerobic and anaerobic 
conditions. We have also shown that the three systems are functional and independent. In 
P. aeruginosa, similar conclusions were reached, since Che1 and Che2 proteins did not form 
hybrid complexes (Guvener et al., 2006). 
 
Chemotaxis has been shown to play an important role for rhizosphere competitive 
colonization (de Weert et al., 2002). In P. fluorescens Pf01 it has been shown that mutation 
in MCPs which detect aminoacids (Oku et al., 2012) and organic acids (Oku et al., 2014) 
present in root exudates are affected in rhizosphere colonization. In order to test the 
relative importance of each chemotactic system in F113, we have performed competitive 




colonization assays. The results clearly show that the non-chemotactic mutant affected in 
cheA1 was displaced from the rhizosphere by its isogenic wild-type strain, confirming the 
importance of chemotaxis for rhizosphere colonization. Both cheA2 and cheA3 mutants also 
showed a defect, although minor for competitive colonization. The least affected mutant 
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Figure S4.1: Flagella visualization. (A) Visualization of flagella under optical microscope under Leiffson 
staining. (A1) P. fluorecens F113 grown under anaerobic conditions with nitrite as the final electron 
acceptor. Arrows point to flagella. (A2) P. fluorescens F113 fliC mutant grown under the same 
conditions. This mutant does not have flagella. (B) Transmission electron microscopy of negative 
staining of F113 growing anaerobically with nitrite as final electron acceptor. 
Figure S4.2: Genetic organization of the three chemotaxis systems. (Redondo-Nieto et al.,2013) 
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Strains and plasmids              Description Reference or source 
Strains   
DH5α E.coli cloning strain Gibco-BRL 
F113rif P. fluorescens wild-type RifR (Shanahan et al., 1992) 
F113cheA1- F113rif cheA1-  RifR KmR This work 
F113cheA2- F113rif cheA2- RifR KmR This work 
F113cheA3- F113rif cheA3- RifR KmR This work 
F113gacS- F113rif gacS- RifR KmR (Martinez-Granero et al., 2006) 
F113sadB- F113rif sadB- RifR KmR (Navazo et al., 2009) 
F113algU- F113rif algU- RifR KmR (Martinez-Granero et al., 2012) 
F113wspR- F113rif wspR- RifR SpcR (Navazo et al., 2009) 
F113kinB- F113rif kinB- RifR KmR (Barahona et al., 2011) 
F113pcheA1 F113rif cheA1 pLFAR3cheA1 RifR KmR TcR This work 
F113pcheA2 F113rif cheA2 pLFAR3cheA2 RifR KmR TcR This work 
F113pcheA3 F113rif cheA3 pLFAR3cheA3 RifR KmR TcR This work 
Plasmids   
pGEM-T Easy vector Cloning vector; AmpR Promega 
pRK600  Helper plasmid, CmR (Finan et al., 1986) 
pK18mobsacB  pUC18 derivative lacZ mob site sacB, KmR (Schäfer et al., 1994) 
pBG 2076 
 
pLAFR3 derivative containing 
the cheA1 gen; Tcr This work 
pBG 1994 
 
pLAFR3 derivative containing 
the cheA2 gen; Tcr This work 
pBG 1988 
 
pLAFR3 derivative containing 
the cheA3 gen; Tcr This work 
 
Name Primer sequence (5´-3´) Tm (ºC) Length  
CheA1 F CAGTATGTTCAGCGAAGTGC 60  608 bp CheA1 R CCTTTGCCATGCAGCTCATC 62 
CheA2 F CAGCGATCATATGCTGGAGC 62  681 bp CheA2 R CACCAGGTTGATCAGTTCGT 60 
CheA3 F GAGTGCCTTGTTCCTGGAAG 62  709 bp CheA3 R GAATCAGATTACCTTCTGCCG 62 
CheA1tot F GGAGCAGCCATTAATGAGC 58 2270 bp CheA1tot R CCAGAATCAAATACGCCGG 58 
CheA2tot F GGATATGAGCGTGAGCAT 58 2102 bp CheA2tot R GAATTGCTAAAGCGTCAGC 56 
CheA3tot F CGCCCATGAATCTGGACG 58 2129 bp CheA3tot R GAACTATTGAGTCAATTCAGG 58 
 
Table S4.1: Bacterial strains and plasmids used in this study. 
Table S4.2: Primers used in this study. 
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Anexo Capítulo 4 
















El éxito de una eficiente colonización de la rizosfera por parte de las PGPRs depende 
de la respuesta quimiotáctica hacia los exudados radiculares (Souza et al., 2015). Durante 
una estancia en el grupo de la Dra. R. Parales (Davis, California) se analizaron los perfiles 
quimiotácticos hacia diferentes compuestos por parte de P. fluorescens F113 y de los 
mutantes en los tres sistemas quimiotácticos que presenta (Muriel et al., 2015). Para ello se 
llevó a cabo un análisis mediante el método de gradiente en placa de agar (gradient plate 
assay) como se indica en (Parales & Ditty, 2018). Este método involucra movimiento, por lo 
que no fue realizado con el mutante cheA1, al tener un fenotipo inmóvil. la respuesta 
quimiotáctica a compuestos presentes en los exudados de las raíces, como son aminoácidos, 
ácidos orgánicos y azúcares (Oku et al., 2012) fue estudiada. También fue analizada la 
respuesta a diferentes compuestos aromáticos que pueden encontrarse en el suelo 
(Shingler, 2003). Todos los compuestos fueron ensayados a una concentración de 10mM y 




50 mM PBS (pH 7.0),  
0.05% glicerol, 
10 µM EDTA) 




































Tabla A4.1: Compuestos analizados en los ensayos de perfiles quimiotácticos. 





             El método de gradiente en placa de agar permite cuantificar la respuesta 
quimiotáctica bacteriana hacia compuestos químicos. Esta cuantificación se relativiza al 
llamado índice de respuesta (RI, del inglés response index), el cual se calcula mediante la 
siguiente formula: RI=D1/(D1+D2), donde D1 es la distancia máxima del halo de 
movimiento, desde el punto de inocuación hasta el borde de movimiento hacia el 
compuesto a ensayar, y D2 la distancia del halo desde el punto de inoculación hasta el 
borde contrario al lugar donde se encuentra el compuesto a ensayar. Para que un 
compuesto sea considerado quimioatrayente debe tener un RI superior a 0.52, mientras 
que los que tienen RI menores a 0.48 se consideran quimiorrepelentes. Los valores 
intermedios son considerados como respuesta no quimiotáctica (Pham & Parkinson, 2011). 
 
             Los resultados obtenidos se muestran a través de un heatmap (Fig. A4.1) en el que 
están representados los valores (RI) en un gradiente de color, indicando las respuestas más 
debiles en color amarillo e incrementando la tonalidad hacia naranja en aumento de 
respuesta quimiotáctica. En las tres cepas ensayadas, ningun compuesto resultó ser 
quimiorrepelente, por lo que el valor mínimo de RI fue 0.5, que indica no respuesta, para el 
control negativo y algunos compuestos, como el ácido maleico y el salicilato en el caso del 
mutante cheA2 o el nitrato para el mutante cheA3. Por otro lado, el valor de mayor atracción 
fue un RI de 0.7 para el aminoácido asparragina en el caso del mutante cheA2. Estos datos 
muestran que la respuesta quimiotáctica de P. fluorescens F113 es positiva para los 
compuestos que de manera natural aparecen en los exudados radiculares. Además, no se 
han observado diferencias significativas en los perfiles de quimiotaxis de la estirpe silvestre 
en comparación con los mutantes ensayados, siendo más parecido el comportamiento 
quimiotáctico entre F113 y el mutante cheA3. Este mutante no presenta respuesta a nitrato, 
lo que apoya su esencial función en condiones limitantes de oxígeno (Muriel et al., 2015). 
Por otro lado, ha sido descrito que, dentro de los compuestos presentes en los exudados 
radiculares, son los aminoácidos y los ácidos orgánicos los preferidos por las pseudomonas 
fluorescents (Gupta Sood, 2003), corroborado con este análisis para P. fluorescens F113. El 
hecho de presentar cheA2 menor respuesta quimiotáctica que la estirpe silvestre hacia el 
ácido maleico podría sugerir la implicación de este sistema en una eficaz coloniziación de la 
rizosfera, ya que este acido orgánico se encuentra muy representado en los exudados 
radiculares. Estos resultados muestran un análisis preliminar del perfil quimiotáctico de 





F113, así como de los comportamientos de los mutantes en la histidín quinasa CheA de los 
sistemas Che2 y Che3, pudiendo afirmar que ambos sistemas están implicados en la 









Figura A4.1: Perfiles quimiotácticos de P. fluorecens F113 y los mutantes cheA2 y cheA3. El 
heatmap fue construido utilizando los valores RI de cada cepa hacia cada uno de los compuestos 
ensayados, mediante el paquete ggplot2 del programa R. Cada experimento fue repetido en 
triplicado en tres ensayos independientes.  
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El movimiento dependiente de flagelos está asociado a un modo de vida libre de las 
bacterias, siendo por tanto un factor clave en el proceso de colonización de la rizosfera por 
parte de las PGPRs. Mutantes inmóviles, o que presentan reducida su movilidad no realizan 
de manera competente la colonización de la rizosfera, mientras que cepas hipermóviles y 
variantes fenotípicos seleccionados de forma natural en este nicho, son colonizadores 
competentes de este ambiente (de Weert et al., 2002, Capdevila et al., 2004, Martinez-
Granero et al., 2006). Debido a que la movilidad dependiente de flagelo ha sido descrita 
como uno de los factores más determinantes para que se lleve a cabo una colonización 
competente y a que las rizobacterias tienen que adaptarse a los cambios que se producen 
en un nicho ecológico como es el rizosférico, el objetivo principal de esta Tesis ha sido 
aumentar el conocimiento sobre los mecanismos que regulan la movilidad en respuesta a 
factores ambientales en Pseudomonas fluorescens F113, PGPR que coloniza de manera 
competente muchas plantas de interés agrícola. 
 
En el capítulo 2 de esta memoria de Tesis se analiza el efecto de la proteína 
reguladora AmrZ en la activación o represión de genes relacionados con el segundo 
mensajero c-di-GMP. El estudio de este segundo mensajero ha emergido en los últimos años 
como protagonista en la regulación de muchos procesos bacterianos, entre los que se 
encuentra la transición de un estilo de vida móvil a uno sésil o de formación de biopelículas, 
en respuesta a factores ambientales (Schirmer, 2016). AmrZ es un regulador transcripcional 
altamente conservado en las pseudomonas, que puede tanto activar como reprimir la 
expresión de genes relacionados con la adaptación al ambiente como son: la movilidad, la 
homeostasis del hierro, la producción de exopolisacáridos y la formación de biopelículas 
(Wozniak et al., 2003, Ramsey & Wozniak, 2005, Baynham et al., 2006, Tart et al., 2006, 
Jones et al., 2013, Martinez-Granero et al., 2014b). Además, ha sido descrito que AmrZ 
utiliza diferentes mecanismos para activar o reprimir la expresión génica (Pryor et al., 2012). 
Análisis previos en P. fluorescens F113 han mostrado que AmrZ regula la movilidad tipo 
swimmimg a través de la represión del regulador maestro de la síntesis del flagelo típico de 
pseudomonas, fleQ (Martinez-Granero et al., 2012), así como de los reguladores principales 
de la síntesis del segundo aparato flagelar, flhDC (Martinez-Granero et al., 2014b, Barahona 
et al., 2016). A su vez, AmrZ requiere para su activación al factor sigma AlgU, formando 
ambos, AmrZ y AlgU, el nodo central de la regulación de la movilidad dependiente de 
flagelos de P. fluorescens F113. Análisis de ChIP-Seq para determinar los sitios de unión de 
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AmrZ, tanto en P. fluorescens F113 (Martinez-Granero et al., 2014b), como en Pseudomonas 
aeruginosa  (Jones et al., 2014)han mostrado que AmrZ afecta a la transcripción de cientos 
de genes en ambas cepas, predominando su función como represor (Jones et al., 2014, 
Martinez-Granero et al., 2014b). Gracias a este análisis se identificó que, en P. fluorescens 
F113, AmrZ regula varias proteínas implicadas en la síntesis y degradación del segundo 
mensajero c-di-GMP, cobrando gran importancia la implicación de este factor 
transcripcional en la adaptación de esta cepa al ambiente rizosférico (Martinez-Granero et 
al., 2014b). 
 
En P. fluorescens F113 la interrupción de amrZ genera un fenotipo pleiotrópico, 
presentando hipermovilidad, disminución en la formación de biopelículas y muy afectada su 
capacidad competitiva a la hora de colonizar las raices de las plantas (Muriel et al., 2018). 
Aunque ha sido demostrado que en P. fluorescens F113 los fenotipos hipermóviles son más 
competitivos que la estirpe silvestre (Martinez-Granero et al., 2006, Navazo et al., 2009), de 
manera independiente de su capacidad de formar biopelículas (Barahona et al., 2016), el 
mutante amrZ muestra un fenotipo de competencia propio de mutantes inmóviles o de baja 
movilidad (Capdevila et al., 2004, Muriel et al., 2015). Similar fenotipo de hipermovilidad y 
defectuosa colonización de superficies ha sido identificado por el mutante en el gen amrZ 
de P. aeruginosa (Tart et al., 2005, Tart et al., 2006, Waligora et al., 2010). Este resultado 
sugiere que, además de la movilidad, existen otros factores regulados por AmrZ que están 
implicados en un proceso de colonización eficaz y competente. Se ha descrito en P. 
aeruginosa que el mutante en amrZ es menos virulento debido a una disminución de su 
capacidad de colonizar el tejido pulmonar, a pesar de presentar también un fenotipo 
hipermovil. En este trabajo identifican que la presencia de AmrZ durante la infección genera 
una ventaja competitiva al actuar como activador transcripcional de determinados genes 
involucrados en virulencia (Waligora et al., 2010). En cuanto a la deficiencia en la colonización 
de la rizosfera por parte del mutante en amrZ de P. fluorescens F113, es posible que esté 
también debido, entre otros factores, a la no expresión de determinados factores de 
secreción y otros compuestos como los sideróforos, regulados por AmrZ según el análisis de 
ChIP-Seq (Martinez-Granero et al., 2014b) y RNA-Seq (Redondo Nieto et al., en preparación). 
La regulación de factores de virulencia y sideróforos ha sido también demostrado en P. 
aeruginosa (Jones et al., 2013).  
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En cambio, la formación de biopelículas por el mutante amrZ presenta fenotipos 
opuestos en P aeruginosa y P. fluorescens F113. El mutante amrZ de P. aeruginosa, presenta 
un aumento en la formación de biopelículas y altos niveles de c-di-GMP, mientras que éste 
mutante de P. fluorescens F113 tiene muy disminuida su capacidad para formar biopelículas 
y muy bajos niveles de c-di-GMP intracelular. Se ha descrito que el aumento en la formación 
de biopelículas que presenta el mutante en amrZ de P. aeruginosa es consecuencia de la 
sobre-producción de exopolisacáridos, concretamente del exopolisacárido Psl, aunque 
también regula otros como Pel o alginato (Jones et al., 2013, Xu et al., 2016) y de los altos 
niveles intracelulares de c-di-GMP (Jones et al., 2014). Sin embargo, P. fluorescens F113 es 
una cepa que no produce celulosa ni presenta en su genoma los genes pel o psl que 
codifiquen para estos exopolísacáridos. En este caso, la deficiente formación de biopelículas 
de este mutante podría deberse a la regulación llevada a cabo por AmrZ de otros 
exopolisacáridos o componentes extracelulares presentes en el genoma de F113. Este 
hecho, se ve apoyado por los resultados obtenidos en la tinción de Congo-Red realizada en 
el mutante amrZ y la estirpe silvestre (Muriel et al., 2018). 
 
En lo que concierne a la regulación de los niveles intracelulares de c-di-GMP por 
AmrZ encontramos diferencias en ambas cepas, siendo opuestos los niveles de este segundo 
mensajero. Se ha descrito que en P. aeruginosa solamente una DGC, GcbA (PA4843), es 
reprimida por AmrZ (Jones et al., 2014), mientras que en P. fluorescens F113, según los 
resultados de los análisis de ChIP-Seq (Martinez-Granero et al., 2014b) y RNA-Seq (Redondo-
Nieto et al., en preparación), AmrZ activa y reprime la transcripción de varios genes que 
codifican DGCs y PDEs (Muriel et al., 2018). En concreto, los análisis de RNA-Seq en F113 
muestran que más de un 65% de los genes relacionados con el metabolismo del c-di-GMP 
están regulados por AmrZ. Esta regulación es principalmente positiva, activando la 
transcripción de 25 genes mientras que sólo cinco son reprimidos. Estos resultados 
corroboran los obtenidos previamente mediante el análisis de ChIP-Seq, en el que se 
identificó la unión de AmrZ a 14 secuencias promotoras de genes relacionados con el 
metabolismo del c-di-GMP (Martinez-Granero et al., 2014b). Dentro de estos genes se 
encuentra gcbA (PSF113_0661), pero a diferencia de lo que ocurre en P. aeruginosa, en P. 
fluorescens F113 AmrZ activa la trascripción del gen que codifica esta DGC. En resumen, el 
regulador transcripcional global AmrZ determina los niveles intracelulares de c-di-GMP 
tanto en P. aeruginosa como en P. fluorescens F113 (Jones et al., 2013, Muriel et al., 2018). 
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Una vez conocidos los genes relacionados con el metabolismo del c-di-GMP 
regulados por AmrZ en P. fluorescens F113, se obtuvieron mutantes en ocho de estos genes, 
aquellos cuya regulación era directa. El análisis de los fenotipos de movilidad y formación 
de biopelículas mostró que a excepción de gcbB (PSF113_1438), que codifica una posible 
DGC, todos los mutantes están afectados en uno o ambos fenotipos. En el caso de DipA 
(PSF113_0499), descrita en P. aeruginosa como una importante PDE encargada de disminuir 
los niveles intracelulares de c-di-GMP para facilitar el paso de vida sésil a vida móvil (Roy et 
al., 2012), en P. fluorescens F113 se comporta como una DGC, presentando el mutante en 
el gen que la codifica un fenotipo de hipermovilidad con una capacidad muy disminuida para 
formar biopelículas (Muriel et al., 2018). El hecho de no haber sido posible complementar 
la mutación en dipA y de que su motivo GGDEF esté muy degenerado, podría indicar que 
está actuando como dominio alostérico de unión al c-di-GMP junto con los dominios 
reguladores PAS y GAF que también contiene esta proteína. Es importante comentar que en 
los últimos años se están identificando varios mecanismos de regulación de los niveles del 
c-di-GMP a nivel local en el que parecen estar involucradas proteínas con ambos dominios, 
GGDEF y EAL/HD-GYP, más otros dominios reguladores, actuando como nodos de 
interacción entre PDEs y DGCs (Yan et al., 2017). De hecho, en Pseudomonas fluorescens 
Pf0-1 se ha demostrado la unión física de PDEs, DGCs y proteínas efectoras (Dahlstrom et 
al., 2015) y recientemente también en Escherichia coli, donde varias DGCs y PDEs forman 
super-módulos de interacción (Sarenko et al., 2017). 
 
Estos resultados muestran que AmrZ no solo contribuye a la movilidad de P. 
fluorescens F113 mediante el control transcripcional de reguladores de la síntesis de 
flagelos, sino que también regula la movilidad modulando los niveles de c-di-GMP. Cabe 
destacar que en esta regulación parece dominar el proceso de formación de biopelículas, ya 
que de los ocho genes analizados, relacionados con el c-di-GMP y regulados por AmrZ, seis 
presentan diferencias significativas en el proceso de formación de biopelículas con respecto 
a la estirpe silvestre (Muriel et al., 2018). En un trabajo reciente del grupo de O’Toole, 
llevado a cabo con la cepa P. fluorescens Pf0-1, también se describe que la mayoría de los 
genes involucrados en la detección y mantenimiento de los niveles de c-di-GMP están 
relacionados con la formación de biopelículas. No obstante, no se descarta que estas 
proteínas relacionadas con el c-di-GMP puedan tener otras funciones celulares (Dahlstrom 
et al., 2018).  
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En el capítulo 3 de esta memoria se profundiza acerca de la regulación de la síntesis 
del aparato flagelar de P. fluorescens F113 a través de señales ambientales, destacando la 
posible función que pueda tener el c-di-GMP. La síntesis del aparato flagelar típico de 
pseudomonas depende del regulador transcripcional FleQ y del factor sigma FliA (Arora et 
al., 1997, Dasgupta et al., 2003). Estas proteínas a su vez se encuentran reguladas por las 
condiciones ambientales. En P. fluorescens F113 han sido descritas dos rutas de regulación 
implicadas en la síntesis del flagelo, una a través de la proteína citoplasmática SadB y otra a 
través del sistema de dos componentes GacA/GacS, que responde a señales ambientales. 
Ambas rutas convergen en el factor sigma AlgU, requerido para la expresión de AmrZ y que 
a su vez reprime la expresión de fleQ (Martinez-Granero et al., 2012). Aunque las señales 
que activan ambas rutas son desconocidas, sí ha sido sugerida la implicación del c-di-GMP 
en la función de SadB (Merritt et al., 2007). Se ha descrito que el c-di-GMP regula la función 
flagelar(Petrova et al., 2014, Martinez-Granero et al., 2014a, Trampari et al., 2015, Baker et 
al., 2016), sin embargo, poco se sabe acerca de la función de este segundo mensajero en la 
regulación de la síntesis del flagelo. Estudios previos han mostrado que el c-di-GMP se une 
a FleQ restringiendo la transcripción de los genes de síntesis del flagelo (Baraquet & 
Harwood, 2013). Por otro lado, también se sabe que SadB une c-di-GMP en P. fluorescens 
F113 (Trampari, 2016). 
 
Para analizar la implicación del c-di-GMP en la regulación de la biosíntesis del flagelo 
se utilizaron las dos DGCs reguladas positivamente por AmrZ y que más contribuían al 
fenotipo de movilidad, PSF113_0661 o GcbA y PSF113_1982 o AdrA. Ambas DGCs están 
codificadas en los genomas de otras cepas de pseudomonas (Paulsen et al., 2005, Newell et 
al., 2009). Los análisis de epistasia de estos genes con sadB han revelado la existencia de 
interacción genética entre ambas DGCs y SadB, tanto para la regulación de la movilidad tipo 
swimming como para la regulación de la formación de biopelículas. Por tanto, ambas DGCs 
están implicadas en la misma ruta de síntesis del flagelo que SadB en P. fluorescens F113. 
Además, los fenotipos obtenidos en los mutantes simples y múltiples sugieren que Adra 
actúa por encima de SadB mientras que GcbA actúa por debajo en la ruta de señalización.  
 
En P. aeruginosa se ha descrito que GcbA está implicada tanto en la unión 
irreversible a superficies, como del proceso contrario, la dispersión de la biopelícula 
(Petrova et al., 2015). Además, al igual que sucede en P. fluorescens F113, en P. aeruginosa 
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y en Pseudomonas putida, esta proteína no tiene relevancia en la formación de biopelículas 
(Petrova et al., 2014, Xiao et al., 2016). Se ha sugerido que su función es sintetizar c-di-GMP, 
posiblemente junto a otras DGCs para regular la movilidad dependiente de flagelo (Petrova 
et al., 2014, Petrova et al., 2015). De manera similar podría estar actuando GcbA en P. 
fluorescens F113, sintetizando el c-di-GMP que, a través de la unión a fleQ inactiva su 
capacidad para activar la transcripción de los genes de síntesis del flagelo como ha sido 
descrito en P. aeruginosa (Baraquet & Harwood, 2013) y en P. putida KT2440 (Molina-
Henares et al., 2017). Además, al estar gcbA activada transcripcionalmente por AmrZ podría 
existir un mecanismo de retroalimentación positivo por parte de este regulador 
transcripcional para reprimir la síntesis del aparato flagelar en respuesta a factores 
ambientales. No obstante, GcbA podría estar implicada en otros procesos regulados a través 
de efectores diferentes a FleQ. 
 
Por otro lado, la DGC AdrA está presente en varias cepas de las pseudomonas 
fluorescentes, pero no en P. aeruginosa (Paulsen et al., 2005) y es en P. fluorescens F113 la 
primera vez que se describe su implicación en la formación de biopelículas y en la movilidad 
dependiente de flagelo (Muriel et al., 2018). Los análisis de epistasia muestran que AdrA 
actúa en la ruta de síntesis del flagelo por encima de SadB, por lo que podría estar 
sintetizando el c-di-GMP que une SadB para a su vez activar al factor sigma AlgU, requerido 
para la transcipción de amrZ y por tanto reprimiendo la expresión de fleQ. 
Alternativamente, otra (s) proteínas efectoras de c-di-GMP podrían ser el blanco de AdrA. 
Estos resultados destacan la importancia en la regulación local del segundo mensajero c-di-
GMP involucrada no solo en la regulación de la función flagelar, sino también en la represión 
de la síntesis del aparato flagelar. 
 
La proteína SadB juega un importante papel en la transducción de señales asociada 
al movimiento en varias especies del genero Pseudomonas (Caiazza et al., 2005). Su papel 
en la represión de la movilidad dependiente de flagelo en P. fluorescens F113 está bien 
caracterizada (Navazo et al., 2009, Martinez-Granero et al., 2012). Sin embargo, se 
desconocen las señales que determinan su función. En trabajos realizados en colaboración 
con el laboratorio de J.G. Malone se ha demostrado que la proteína SadB de P. fluorescens 
F113 es capaz de unir el segundo mensajero c-di-GMP con una afinidad propia de los niveles 
intracelulares de esta molécula, y que además lo hace formando un dímero (Trampari, 
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2016). SadB presenta dos dominios con función desconocida, YbaK y HDOD, ambos 
esenciales para realizar su función (Caiazza & O'Toole, 2004). El dominio HDOD ha sido 
descrito en diferentes proteínas bacterianas (Hendrixson & DiRita, 2004, Liu et al., 2013, Lee 
et al., 2016) y su función parece estar relacionada en todas ellas con la movilidad, 
adherencia y producción de exopolisacáridos, sugiriendo su relación con el segundo 
mensajero c-di-GMP. En el genoma P. fluorescens F113 hemos identificado otras dos 
proteínas con dominio HDOD, HdmA (PSF113_1408) Y HdmB (PSF113_5572), no reguladas 
por AmrZ. La interrupción de los genes que codifican estas proteínas genera un fenotipo de 
movilidad reducida pero no presentan fenotipo de formación de biopelículas. Aunque 
poseen el mismo dominio HDOD que SadB, estás proteínas parecen actuar de manera 
inversa a la proteína SadB, activando en vez de reprimiendo, la movilidad en P. fluorescens 
F113. Ambas proteínas están muy conservadas en los genomas de la mayoría de las 
pseudomonas secuenciadas hasta la fecha, pero es en este trabajo la primera vez que se 
describe su fenotipo y posible función. Los análisis de expresión han demostrado que HdmA 
participa directamente en la biosíntesis del aparato flagelar, ya que al interrumpir el gen 
que la codifica resulta en una gran disminución de la transcripción de la flagelina fliC. 
Además, los análisis de epistasia muestran interacción genética entre HdmA y SadB, así 
como con el sistema de dos componentes GacA/GacS. Estos resultados demuestran que 
HdmA forma parte de la ruta de biosíntesis del aparato flagelar en P. fluorescens F113, 
probablemente activando su síntesis. En cambio, el mutante hdmB no tiene efecto en la 
transcripción de fliC. Sin embargo, los análisis de epistasia muestran interacción genética 
entre HdmB con SadB y con el sistema de dos componentes GacA/GacS, por lo que, HdmB 
también podría participar en la ruta de señalización para la biosíntesis del aparato flagelar 
de P. fluorescens F113. 
 
El descubrimiento de diferentes formas de unión del c-di-GMP, como es el caso de 
la proteína BldD de Streptomyces coleicolor (Tschowri et al., 2014) o las proteínas STING de 
mamíferos (Shang et al., 2012), sugiere la existencia de receptores de c-di-GMP no descritos 
hasta la fecha. Su predicción mediante técnicas de bioinformática no es fácil y además 
requiere aproximaciones experimentales para probarla, como son los análisis de SUPr 
(Streptavidin UV Precipitation) o DraCALA (Differential Radial Capillary of Ligand Assay) 
(Roelofs et al., 2011, Nesper et al., 2012). En este trabajo se han usado estos métodos para 
identificar si las proteínas HdmA y HdmB unen c-di-GMP, sin embargo, no se han obtenido 
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resultados concluyentes. En cambio, los resultados obtenidos a través de la técnica SPR 
(Surface Plasmon Resonance) muestran que la constante de afinidad de estas proteínas es 
similar a la presentada por FleQ (Chou & Galperin, 2016). No obstante, es necesario realizar 
otros procedimientos más sensibles, como la técnica de calorimetría de valoración 
isotérmica (ITC) (Isothermal Tritation Calorimetry), para verificar si unen o no este segundo 
mensajero (Matsuyama et al., 2017). En el caso de resultar positiva la unión del c-di-GMP a 
HdmA y HdmB, estas proteínas podrían estar actuando en la regulación de la síntesis del 
aparato flagelar de P. fluorescens F113 compitiendo con SadB y/o FleQ por la unión del c-di-
GMP sintetizado por GcbA y Adra, impidiendo así la represión de la síntesis del flagelo. En la 
siguiente figura se representa el posible modelo de regulación de la síntesis del aparato 
flagelar teniendo al c-di-GMP como nuevo miembro protagonista. 
 
 
Figura 5.1: Posible modelo de regulación de la síntesis del aparato flagelar con el c-di-GMP como 
protagonista. El regulador transcripcional AmrZ activa la transcripición de dos DGCs, Adra y GcbA. 
Estas a su vez sintetizan c-di-GMP que une SadB y posiblemente FleQ, reprimiendo así la síntesis del 
aparato flagelar. HdmA y HdmB activan la síntesis del flagelo y podrían estar compitiendo con SadB 
y FleQ por la unicón del c-di-GMP sintetizado por ambas DGCs, impidiendo así la represión de la 
síntesis del aparato flagelar. Las flechas rojas indican posible interacción, no demostrada. 
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P. fluorescens F113 contiene en su genoma más de 30 genes que codifican proteínas 
relacionadas con el c-di-GMP. En la siguiente tabla se especifican todos los genes 
relacionados con este segundo mensajero caracterizados hasta la fecha en esta cepa. 
 
  Fenotipo   
Locus Nombre de 
homólogo 
Movilidad Biopelículas Dominios Referencia 
PSF113_0499 dipA (PA2017) + - GGDEF & EAL (Muriel et al., 2018) 
PSF113_0661 gcbA 
(Pfl01_0623) 
+ = GGDEF (Muriel et al., 2018) 
PSF113_0715 YfiN (PA1120) - - GGDEF (Muriel et al., 2018) 
PSF113_1090 wspR (PA3702) + - GGDEF (Navazo et al., 
2009) 
PSF113_1323 bifA (PA4367) - + GGDEF & EAL (Navazo et al., 
2009) 
PSF113_1363 - - - GGDEF  
PSF113_1408 - - = HDOD Este trabajo 
PSF113_1559 fleQ (PA1097) - - ATPasa+++ (Capdevila et al., 
2004) 
PSF113_1982 adrA (PFL_4532) + - GGDEF (Muriel et al., 2018) 
PSF113_2333 mucR (PA1727) - + GGDEF  
PSF113_3553 PA4108 - + HD-GYP (Muriel et al., 2018) 
PSF113_4023 PFL_1902 - = GGDEF&EAL  
PSF113_4038 GcbB 
(Pfl01_1790) 
- = GGDEF (Muriel et al., 2018) 
PSF113_4360 Pfl01_1678 - = GGDEF&EAL  
PSF113_4460 flgZ = - PilZ (Martinez-Granero 
et al., 2014a) 
PSF113_4657 sadC (PA4332) + - GGDEF (Navazo et al., 
2009) 
PSF113_4681 Pfl01_4551 - + GGDEF&EAL (Muriel et al., 2018) 
PSF113_4776 GcbC 
(Pfl01_4666) 
- = GGDEF  
PSF113_4827 - - - GGDEF (Muriel et al., 2018) 
PSF113_5064 morA (PA4601) - + GGDEF&EAL  
PSF113_5572 - - = HDOD Este trabajo 
PSF113_5392 PFL_5686 - - GGDEF  




Tabla 5.1: Genes relacionados con el c-di-GMP en P. fluorescens F113. En la tabla se especifica: el 
locus; el nombre del gen homólogo en otras cepas de pseudomonas, en las que fue descrito por 
primera vez; los fenotipos de movilidad tipo swimming y de biopelículas presentados por los 
mutantes, en comparación con la estirpe silvestre; los dominios relacionados con el c-di-GMP; y la 
referencia de su descripción en F113. De los genes en los que no aparece referencia, han sido 
estudiados sus fenotipos, pero no publicados hasta el momento. 
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En el cuarto capítulo de esta memoria, se analizan dos factores implicados en la 
respuesta ambiental de P. fluorescens F113, la capacidad de utilizar óxidos de nitrógeno 
como aceptores de electrones alternativos y la movilidad quimiotáctica. A partir de la 
secuenciación del genoma de P. fluorescens F113 se observó que presentaba tres regiones 
involucradas en el proceso quimiotáctico, así como los genes necesarios para la realización 
de la desnitrificación (Redondo-Nieto et al., 2013). 
 
La desnitrificación es un proceso microbiano en el cual compuestos oxidados del 
nitrógeno son usados como aceptores de electrones alternativos para la producción de 
energía cuando el oxígeno es limitado (Delorme et al., 2003). El genoma de P. fluorescens 
F113 codifica aproximadamente 50 proteínas involucradas en el proceso de desnitrificación, 
organizadas en cuatro clústeres diferentes y mostrando alta homología con los genes de 
otras pseudomonas. Además, presenta dos copias de los genes nor y nos, que podrían estar 
relacionados con altas tasas de desnitrificación, como ha sido observado en cepas de 
Bacillus (Jones et al., 2011). P. fluorescens F113 es capaz de crecer en ausencia de oxígeno 
utilizando nitrato y nitrito como aceptores de electrones alternativos (Redondo-Nieto et al., 
2013). También es capaz de realizar movimiento dependiente de flagelo utilizando el nitrato 
como aceptor de electrones alternativo, pero no el nitrito, debido seguramente a una falta 
de energía. Además, se ha observado que la regulación de la movilidad es igual en 
condiciones de anaerobiosis que la descrita en condiciones aerobias, presentando el mismo 
fenotipo hipermovil los mutantes en los genes sadB, wspR, kinB y algU (Muriel et al., 2015). 
La desnitrificación biológica juega un importante papel en la colonización de la rizosfera 
(Jones et al., 2011) y la realizan muchas bacterias, incluyendo a varias especies del género 
Pseudomonas (Rediers et al., 2009, Arat et al., 2015, Garrido-Sanz et al., 2016). La 
importancia de este proceso en una colonización competente de la rizosfera se debe a que 
la concentración de oxígeno en este ambiente puede variar desde un 20% hasta menos del 
1% (Tiedje et al., 1982). Todos los enzimas que intervienen en el proceso de desnitrificación 
están activos en presencia de oxígeno, sugiriendo que puede existir un proceso basal de 
desnitrificación en aerobiosis. Esto podría ayudar a la supervivencia de los microorganismos 
durante cambios bruscos en la concentración de oxígeno, generándoles un mínimo de 
energía para sobrevivir. No obstante, el enzima óxido nítrico reductasa (Nos) es bastante 
sensible al oxígeno (Morley et al., 2008). Estudios realizados por el grupo de Lensi han 
mostrado que mutantes de P. fluorescens en las nitrato o nitrito reductasas son 
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generalmente deficientes en colonización y competición por nicho en el ambiente 
rizosférico (Philippot et al., 1995, Ghiglione et al., 2000, Ghiglione et al., 2002). Por tanto, la 
habilidad de realizar una desnitrificación completa confiere una ventaja selectiva a las 
pseudomonas fluorescentes en la rizosfera (Delorme et al., 2003). Además, en los últimos 
años se está analizando la capacidad de varias pseudomonas, como P. tolaassi (He et al., 
2016) o P. putida (Xu et al., 2017) para realizar desnitrificación y poder utilizarlas en 
descontaminación de aguas residuales. 
 
Por otro lado, la quimiotaxis es un proceso fundamental para entender las 
interacciones planta-microorganismo, y debido a su gran versatilidad metabólica, en las 
pseudomonas este proceso ha sido estudiado en profundidad (Sampedro et al., 2015). Los 
organismos vivos tienen que detectar cambios en las condiciones externas constantemente 
y ajustar su estado interno para sobrevivir y reproducirse. El sistema de quimiotaxis es un 
circuito bioquímico que procesa la información química del exterior e interior celular. 
Análisis genómicos muestran que la mayoría de las bacterias rizosféricas presentan gran 
número de proteínas quimiorreceptoras (Alexandre et al., 2004), ya que los exudados de las 
plantas contienen una amplia gama de compuestos orgánicos que funcionan como 
nutrientes y fuente de carbono para los microorganismos. Además, la relación entre la 
abundancia de quimiorreceptores y el estilo de vida ha sido clasificada de forma 
taxonómica, demostrándose que su número no depende del tamaño del genoma, si no del 
estilo de vida bacteriano (Lacal et al., 2010). 
 
La mayoría de las pseudomonas poseen un único sistema quimiotáctico, como, por 
ejemplo, Pseudomonas chlororaphis (Polonio et al., 2017). Sin embargo, otras, como P. 
aeruginosa (Güvener et al., 2006) y Pseudomonas syringae (Clarke et al., 2016) codifican 
para más de un sistema quimiotáctico. P. fluorescens F113 presenta en su genoma tres 
sistemas quimiotácticos completos, Che1, Che2 y Che3 (Redondo-Nieto et al., 2013) y en 
este capítulo se demuestra que los tres son funcionales e independientes. Cabe destacar 
que el sistema Che3 es fundamental para una correcta movilidad quimiotáctica en 
ambientes carentes de oxígeno. Además, los tres sistemas están implicados en el 
mantenimiento de una colonización competente de la rizosfera (Muriel et al., 2015).  
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Análisis genómicos han demostrado más del 30% de los genomas bacterianos 
presentan más de un gen codificante para las proteínas Che (CheA, B, R, W e Y) (Hamer et 
al., 2010). Todavía no está claro como estos organismos controlan la regulación de varios 
sistemas quimiotácticos a la vez, pero sin duda la presencia de más de un sistema 
quimiotáctico y de gran número de quimiorreceptores hace a algunas bacterias más 
competitivas y contribuye a la habilidad de sobrevivir y colonizar la rizosfera (Scharf et al., 
2016). Además, se ha demostrado que estos sistemas suelen organizarse en operones y en 
ellos suelen aparecer adyacentes tanto las proteínas CheA y CheW, como CheR y CheB. Esto 
sugiere una estrecha relación entre estas proteínas, sea por la necesidad de formar un 
complejo en el caso de las primeras o por estar involucradas en mecanismos de adaptación 
las segundas (Lovdok et al., 2007). Los sistemas Che2 y Che3 de P. fluorescens F113 parecen 
formar operones, presentando además cada uno de ellos dos genes codificantes para MCP, 
probablemente implicados en funciones específicas. 
 
Los análisis de los perfiles quimiotácticos, realizados mediante técnica de agar en 
placa, muestran que prácticamente todos los compuestos típicos de los exudados 
radiculares son quimioatrayentes para P. fluorescens F113, predominando la atracción por 
los aminoácidos y los ácidos orgánicos que por los azúcares. Dentro de los compuestos 
aromáticos testados, el que presentó mayor atracción fue el benzoato. En los perfiles 
quimiotácticos no hubo grandes diferencias entre la estirpe silvestre y los mutantes en la 
histidin-quinasa de los sistemas Che1 y Che2, a excepción del ácido maleico, donde el 
mutante cheA2 responde con menor atracción. Los MCPs propios de este sistema no han 
sido descritos para este compuesto, no obstante, cabe destacar que los dominios 
señalizadores de los quimiorreceptores están muy conservados en diferentes especies, 
siendo a menudo utilizados para la identificación de los mismos en los genomas bacterianos, 
pero los dominios sensores son muy diversos y varían de unas especias a otras (Krell et al., 
2011). Además, al haberse realizado estos ensayos con mutantes en las histidin-quinasas 
CheA, y no en los MCPs, resulta complicado conocer los perfiles quimiotácticos hacia 
compuestos concretos, ya que, aunque no se conocen bien los mecanismos moleculares, si 
se sabe que diferentes sistemas pueden interaccionar entre ellos y que los MCPs pueden 
señalizar a diferentes prtoeínas CheA, como ocurre en Rhodobacter sphaeroides (Porter et 
al., 2008). Cabe destacar que el análisis quimiotáctico en placa no es considerado ideal para 
analizar la movilidad bacteriana hacia o en contra de un compuesto. Es la técnica de 
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capilares la que muestra más sensibilidad a bajas concentraciones, representando con más 
certeza lo que ocurre en la naturaleza (Bais et al., 2006). 
 
Para finalizar, cada vez es mayor la especulación sobre la relación entre el segundo 
mensajero c-di GMP y el sistema quimiotáctico, con en los últimos años varias publicaciones 
al respecto. Por ejemplo, en uno de estos trabajos se han identificado, en Azospirillum 
brasilense, dominios de unión al c-di-GMP tipo PilZ, en varias proteínas quimiorreceptoras. 
De esta manera, los niveles de c-di-GMP intracelulares modulan la respuesta quimiotáctica, 
de manera independiente a las metilaciones, generando una nueva vía de adaptación 
quimiotáctica (Russell et al., 2013). Un proceso similar ha sido descrito para P. aeruginosa, 
en el que el c-di-GMP regula la movilidad quimiotáctica al unirse al dominio PilZ de la 
proteína MapZ, alterando de esta forma la actividad de la metiltransferasa CheR. (Orr & Lee, 
2016, Xu et al., 2016). Otro trabajo en P. aeruginosa describe la relación entre la PDE Pch 
(DipA en P. fluorescens F113) y la proteína CheA en su estado fosforilado. Parece que la 
maquinaria de quimiotaxis activa a la PDE pare generar bajos niveles de c-di-GMP 
(Kulasekara et al., 2013). Y recientemente, utilizando una aproximación proteómica, han 
identificado en Caulabacter crescentus una nueva familia de proteínas parecidas a CheY, 
denominadas proteínas Cle (del inglés, CheY-like c-di-GMP effectors). Esta familia de 
proteínas regula la activad flagelar en respuesta a la unión del segundo mensajero c-di-GMP, 
de manera similar a como lo hace la proteína CheY fosforilada (Nesper et al., 2017). Sin duda, 
parece que la regulación básica del c-di-GMP podría haberse expandido rápidamente 
durante la evolución bacteriana mediante la adquisición de nuevos componentes 
relacionados con la regulación (Jenal et al., 2017). 
 
 Las bacterias poseen numerosos sistemas de transducción de señales que integran 
las respuestas a los cambios ambientales. Estos sistemas son esenciales para adaptarse a 
cambios bruscos en el ecosistema que habitan. Este trabajo ha contribuido a ampliar el 
conocimiento de la movilidad en respuesta al ambiente, integrada por AmrZ en relación con 
el segundo mensajero c-di-GMP; ha analizado nuevas proteínas relacionadas con el c-di-
GMP implicadas en la síntesis del aparato flagelar y ha caracterizado tres sistemas 
quimiotácticos en P. fluorescens F113. Todos estos mecanismos forman parte de una 
compleja red de señalización que integra la información ambiental para persistir y competir 
en un nicho ecológico complejo y cambiante como es el rizosférico. 
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1. En Pseudomonas fluorescens F113, AmrZ es un regulador transcripcional global que 
determina los niveles intracelulares del segundo mensajero c-di-GMP, a través de la 
regulación de la transcripción de numerosos genes que codifican para diguanilato 
ciclasas (DGCs) y fosfodiesterasas (PDEs), responsables de la síntesis y degradación 
de este segundo mensajero. 
 
2. Dos DGCs, GcbA y Adra, actúan junto a SadB en la ruta de síntesis del aparato flagelar 
de P. fluorescens F113. Su función podría ser sintetizar c-di-GMP para activar la 
represión de la síntesis del flagelo en respuesta a señales ambientales desconocidas. 
 
3. Las proteínas HdmA y HdmB están involucradas en la activación de la síntesis del 
aparato flagelar de P. fluorescens F113. 
 
4. P. fluorescens F113 es capaz de realizar el proceso de desnitrificación biológica de 
forma completa. Además, puede realizar movimiento dependiente de flagelo 
utilizando el nitrato como aceptor de electrones alternativo al oxígeno y la 
regulación de la movilidad es igual en condiciones de aerobiosis y de anaerobiosis. 
 
5. P. fluorescens F113 presenta en su genoma tres sistemas quimiotácticos completos, 
Che1, Che2 y Che3 y ha sido demostrado que los tres son funcionales e 
independientes. El sistema Che1 es esencial tanto en condiciones de aerobiosis 
como de anaerobiosis. El sistema Che2 no es esencial para el movimiento, pero si 
necesario para que se realice de manera óptima la movilidad quimiotáctica. Por 
último, el sistema Che3 es esencial para una correcta movilidad quimiotáctica en 
ambientes carentes de oxígeno. Los tres sistemas están involucrados en una 
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